Transmission des voies olfactives aux cellules réticulospinales de la lamproie by Atallah, Elias
  
Université de Montréal 
 
 








Département de physiologie 
Faculté de Médecine 
 
 
Mémoire présenté à la Faculté des études supérieures 
en vue de l’obtention du grade de Maître ès Sciences (M. Sc.) 





©, Elias Atallah, 2011 
  
Université de Montréal 
Faculté des études supérieures 
 
 
Ce mémoire intitulé : 
Transmission des voies olfactives aux cellules réticulospinales de la lamproie 
 
 




a été évalué par un jury composé des personnes suivantes : 
Dr. Arlette Kolta 
président-rapporteur 
 
Dr. Réjean Dubuc 
directeur de recherche 
 
Dr. Richard Robitaille 
codirecteur 
 







Les informations olfactives sont connues pour leur capacité à induire des 
comportements moteurs spécifiques. En dépit de nombreuses observations 
comportementales chez les vertébrés, on ne connaît toujours pas les mécanismes et 
les voies nerveuses qui sous-tendent ces phénomènes de transformation olfacto-
locomotrices. Chez la lamproie, des travaux récents ont permis de décrire cette voie, 
et les mécanismes responsables de la transformation des entrées olfactives en activité 
locomotrice (Derjean et al., 2010). Cette voie prend origine dans la partie médiane du 
bulbe olfactif, et envoie des projections vers le tubercule postérieur, une région qui se 
trouve dans le diencéphale. De là, les neurones projettent directement vers la Région 
Locomotrice Mésencéphalique, connue pour envoyer des connexions vers les 
neurones réticulospinaux, et activer la locomotion.  
 L’objectif de cette étude était d’établir si l’ensemble des neurones 
réticulospinaux répond aux stimulations olfactives. Pour ce faire, nous avons utilisé 
sur une préparation de cerveau isolé de lamproie des techniques d’électrophysiologie 
et d’imagerie calcique.   
La stimulation électrique des nerfs olfactifs, de la région médiane du bulbe olfactif ou 
du tubercule postérieur a provoqué une activation de toutes les cellules 
réticulospinales qui se retrouvent dans les quatre noyaux réticulaires (ARRN : Noyau 
Réticulaire Rhombencéphalique Antérieur; MRN : Noyau Réticulaire 
Mésencéphalique; MRRN : Noyau Réticulaire Rhombencéphalique Moyen; PRRN : 
Noyau Réticulaire Rhombencéphalique Postérieur). Seule la partie médiane du bulbe 




réticulospinaux. Nous avons aussi découvert que le blocage des récepteurs 
GABAergiques dans la partie médiane du bulbe olfactif augmentait les réponses 
olfactives de façon considérable dans les cellules réticulospinales. Nous avons montré 
ainsi qu’il existe un tonus inhibiteur impliqué dans la dépression modulatrice de la 
voie olfacto-locomotrice.  
Ce travail a permis de montrer que la stimulation des afférences sensorielles 
olfactives active simultanément l’ensemble des populations de neurones 
réticulospinaux qui commandent la locomotion. De plus, il existerait un tonus 
inhibiteur GABAergique, au niveau de la partie médiane du bulbe olfactif, 
responsable d’une dépression modulatrice dans la voie olfacto-locomotrice. 
 
Mots-clés: Transformation olfacto-locomotrice, nerf olfactif, bulbe olfactif, 
tubercule postérieur, région locomotrice mésencéphalique, neurones 













Olfactory inputs are known for their ability to induce specific motor 
behaviors. Despite numerous behavioral observations in vertebrates, the mechanisms 
and the neural pathways underlying the olfactory-locomotor transformation are still 
unknown. In lamprey, recent studies have described this pathway and the mechanism 
underlying the transformation of olfactory input into a locomotor activity (Derjean et 
al., 2010). This pathway originates in the medial part of the olfactory bulb, sends 
projections to the posterior tuberculum, a diencephalic region. From there, the 
neurons project directly to the mesencephalic locomotor region that is known to send 
projections to the reticulospinal neurons to activate locomotion.  
Using lamprey brain preparation, electrophysiology and calcium imaging, the aim of 
this study was to establish whether all reticulospinal neurons respond to olfactory 
stimuli. Electrical stimulation of the olfactory nerves, the medial part of the olfactory 
bulb or the posterior tuberculum activates all reticulospinal cells in the four reticular 
nuclei (ARRN: Anterior rhombencephalic reticular nucleus; MRN: middle 
mesencephalic reticular nucleus; MRRN: middle rhombencephalic reticular nucleus; 
PRRN: posterior rhombencephalic reticular nucleus). The medial part of the olfactory 
bulb is the only region that is implicated in transmitting the olfactory information to 
reticulospinal neurons. We also discovered that when blocking the GABAergic 
receptors in the medial part of the olfactory bulb, the reticulospinal neurons have a 
stronger response to olfactory stimulation. Thus we showed that a tonic inhibition is 




Altogether, this work shows that stimulation of the olfactory sensory inputs activates 
simultaneously the entire population of reticulospinal neurons that control 
locomotion. In addition, there is a GABAergic tonic inhibition at the level of the 
medial part of the olfactory bulb that causes a modulating depression in the olfacto-
locomotor pathway. 
Keywords: Olfactory-locomotor transformation, olfactory nerve, olfactory bulb, 
posterior tuberculum, mesencephalic locomotor region, reticulospinal neurons, 
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Les animaux utilisent l’olfaction dans différents contextes comportementaux, 
comme la recherche de nourriture, la communication sociale, ou la reproduction. Il 
est aussi possible d’induire des comportements moteurs, incluant la locomotion, par 
des stimulations du système olfactif chez plusieurs espèces (Fady et al., 1998 ; 
Varendi et al., 2001 ; Selset et al., 1980 ; Johnson et al., 2009). Ces réponses motrices 
stéréotypées, suggèrent un lien entre les entrées olfactives et les centres de 
commandes moteurs dans le système nerveux central (CNS). Le mécanisme neuronal 
qui sous-tend ce comportement olfacto-moteur a été décrit chez un nématode, 
Caenorhabditis elegans (Gray et al., 2005), mais demeure inconnu chez les vertébrés. 
Une étude récente a montré l’existence d’une voie olfacto-locomotrice sur une 
préparation in vitro de lamproie dans lequel le CNS était isolé (Derjean et al., 2010). 
Les lamproies sont des vertébrés dépourvus de mâchoires, ayant divergés des 
autres lignées de vertébrés il y a environ 560 millions d’années (Thompson et al., 
2008). Les larves naissent et se développent dans des ruisseaux sur une période 
pouvant aller jusqu’à 17 ans (Hardisty et al., 1971). Après métamorphose, les adultes 
migrent vers les lacs et les océans pour se nourrir en parasitant les autres poissons 
(Beamish et al., 1980). Les adultes sexuellement matures retournent vers les eaux 
douces pour la reproduction sous l’influence de signaux olfactifs de type phéromonal 
sécrétés par des lamproies au stade larvaire (Li et al., 1995). Les mâles migrent en 
premier, puis attirent à leur tour les femelles par des phéromones sexuelles 
(Applegate, 1950; Yun et al., 2003). 
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Comme modèle d’étude, le cerveau de la lamproie permet d’aborder des 
études physiologiques très difficiles à réaliser chez les mammifères (pour revue, voir 
Dubuc et al., 2008). Le tronc cérébral et la moelle épinière de la lamproie ont 
également un avantage par rapport à d’autres animaux pour les études in vitro 
puisqu’ils sont relativement transparents, ce qui facilite la visualisation des corps 
cellulaires et des axones à travers un stéréo-microscope. 
Bien que des études anatomiques aient décrit partiellement le système olfactif 
de la lamproie (Northcutt et Puzdrowski, 1988), incluant les projections du bulbe 
olfactif vers le télencéphale et quelques projections vers le diencéphale, le système de 
contrôle locomoteur de la lamproie est beaucoup mieux étudié. Les neurones 
réticulospinaux (RS) constituent le principal système descendant qui active les 
circuits locomoteurs dans la moelle épinière (Viana Di Prisco et al., 1997 ; Dubuc et 
al., 2008) et agissent en tant que neurones de commandes pour générer des 
mouvements locomoteurs. Puisque l’activité des neurones RS est un prérequis pour la 
production des mouvements, mesurer cette activité est un excellent outil pour étudier 
l’activation locomotrice chez la lamproie. Considérant ces avantages, une préparation 
in vitro a été développée (Derjean et al., 2010), dans laquelle le CNS est isolé avec 
l’épithélium olfactif, et le substrat neural de la transformation olfacto-locomotrice a 
pu être examiné à l’aide d’outils électrophysiologiques et anatomiques. 
Il a également été montré que la stimulation des neurones sensoriels de 
l’épithélium olfactif par des substances odorantes, induit des dépolarisations 
maintenues dans les neurones RS chez la lamproie (Derjean et al., 2010). La 
stimulation électrique du nerf olfactif a induit une réponse excitatrice d’un neurone 
du Noyau Réticulaire Rhombencéphalique Moyen (MRRN), soit des côtés ipsi- et 
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contro-latéraux. Des animaux à plusieurs stades développementaux (larvaire, 
transformé, et adulte parasitaire) ont présenté des réponses similaires, ce qui montre 
que cette voie olfacto-locomotrice est présente dans tout le cycle de vie de la 
lamproie. Les stimulations chimique ou électrique du bulbe olfactif ont induit de la 
locomotion fictive. Celle-ci est caractérisée par une activité rythmique coordonnée et 
alternée entre les racines ventrales droite et gauche du même segment spinal. Des 
expériences de traçage anatomique rétrograde et antérograde ont permis d’identifier 
les projections nerveuses du bulbe olfactif vers le tubercule postérieur. Cette dernière 
structure est une région diencéphalique connue pour projeter vers la Région 
Locomotrice Mésencéphalique (MLR) chez la lamproie (Ménard et al., 2007). Les 
stimulations électrique ou chimique du tubercule postérieur suggèrent que cette voie 
nerveuse, qui relie la partie médiane du bulbe olfactif au tubercule postérieur est 
glutamatergique, et qu’elle est impliquée dans le déclenchement de la locomotion 
suite à un signal olfactif de type phéromonal.  
Ces résultats constituent la première description d’un substrat neuronal sous-
tendant la transformation des signaux olfactifs en commande motrice. Le chemin 
neural prend origine dans la partie médiane du bulbe olfactif et projette vers le 
tubercule postérieur dans le diencéphale. De là, la projection vers la MLR est connue 
pour envoyer des projections vers les neurones RS (Sirota et al., 2000), qui en retour 
activent les circuits locomoteurs spinaux (Derjean et al., 2010) (Fig. 1).  
 Les études électrophysiologiques réalisées dans le passé ont montré que la 
stimulation des voies olfactives induisait des réponses bilatérales au niveau de 
quelques grosses cellules RS du MRRN. Toutefois, il reste à déterminer si cette 
stimulation olfactive active l’ensemble des neurones RS, de petit ou de gros calibre, 
4 
 
responsables de l’initiation et du contrôle de la locomotion. De même, l’existence 
d’un mécanisme de modulation, qui pourrait amplifier ou masquer la transmission de 





Figure 1: Schéma montrant la voie nerveuse de la transformation d’un signal 
olfactif en locomotion. Les informations olfactives passent par la région médiane du 
bulbe olfactif, et seront acheminées vers le tubercule postérieur, et de là vers la 
Région Locomotrice Mésencéphalique avant d’atteindre les neurones réticulospinaux 
et activer la locomotion. 
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RECENSION DES ÉCRITS 
A- Le système olfactif: 
Le système sensoriel olfactif est constitué par l’ensemble des neurones 
récepteurs sensoriels périphériques, les voies nerveuses, ainsi que les parties du 
cerveau responsables du traitement et de l’intégration de l’information olfactive.  
Le système est dédié à la détection des odeurs provenant de l’environnement, 
qu’elles soient véhiculées par l’air pour les espèces terrestres, ou par l’eau pour les 
espèces aquatiques. Il a un rôle important dans la vie quotidienne des animaux 
comme lors de la recherche de nourriture, la détection puis la fuite face à un 
prédateur, mais également pour de nombreuses interactions sociales comme la 
délimitation du territoire, la reconnaissance des autres individus, ou lors des périodes 
d’accouplement. 
 Le neurone récepteur périphérique situé sur l’épithélium olfactif permet de 
détecter la présence de substances odorantes dans l’environnement, et de transformer 
ainsi un signal olfactif, en signal électrique, qui sera acheminé vers le cerveau. De la 
diversité des récepteurs au niveau de l’épithélium dépend ainsi la capacité de détecter 
efficacement les odeurs environnantes. Actuellement, deux systèmes olfactifs ont été 
décrits chez les vertébrés: 1) le système olfactif principal, qui est constitué de 
l’épithélium olfactif principal projetant vers le bulbe olfactif principal. Ce système 
serait dédié à la détection et à la perception des odeurs en général (Wyatt, 2003). 2) 
Le système olfactif accessoire, constitué de l’organe olfactif accessoire ou organe 
voméronasal, et projetant vers le bulbe olfactif accessoire. Ce système a été 
initialement décrit comme permettant la détection des phéromones (Wyatt, 2003). 
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1- Organisation de l’épithélium olfactif principal  
 1-1 Chez les mammifères: 
L’épithélium nasal est composé de neurones récepteurs olfactifs, de cellules 
basales et de cellules de soutien. La morphologie des neurones récepteurs olfactifs a 
été étudiée depuis le milieu du 19
e
 siècle (Schultze 1856; 1863). Chez les vertébrés, 
ces neurones ont une forme bipolaire, avec un corps cellulaire de petite taille, un 
unique dendrite pourvu de cils et de microvillosités du coté apical, et un axone de 
petit calibre non-myélinisé qui projette vers le bulbe olfactif, du coté basal. Les cils et 
microvillosités apicaux sont situés dans une épaisse couche de mucus produite par les 
cellules glandulaires des glandes de Bowman. Cet environnement aqueux joue un rôle 
important dans le processus de captation et de diffusion des molécules olfactives par 
sa composition moléculaire et ionique stabilisatrice (pour revue, voir Getchell et al. 
1984).  
 La détection des odorants débute par la liaison d’une molécule olfactive sur 
un récepteur spécifique ancré sur la membrane apicale des neurones récepteurs 
olfactifs. Chaque neurone exprime un seul type de récepteur olfactif, et les neurones 
olfactifs exprimant la même famille de récepteurs sont regroupés dans une même 
zone de l'épithélium nasal (Ressler et al., 1993; Vassar et al., 1993). Ces récepteurs 
olfactifs appartiennent à la famille des récepteurs à sept domaines transmembranaires 
couplés aux protéines G (pour revue, voir Su et al., 2009). 
 Le génome des mammifères contient environ 250 à 1200 gènes codant pour 
les récepteurs olfactifs (Niimura et Nei, 2007). De cette grande diversité de répertoire 
de récepteurs dépend la capacité de détection et de discrimination d’un grand nombre 
8 
 
d’odorants que rencontrent les animaux dans leur environnement. Lorsque les 
récepteurs olfactifs sont activés par leurs ligands, les neurones olfactifs transforment 
ce signal chimique en activité électrique. 
 Il existe une grande variation génétique des récepteurs olfactifs entre les 
différentes espèces des mammifères. Cette variation génétique lorsqu’elle est présente 
chez l’Homme, contribue aux différences de perception entre chaque individu, 
puisque la perception d’une odeur spécifique varie d’une personne à l’autre. Ainsi, un 
individu peut être totalement anosmique, ou bien, plus ou moins sensible à une odeur 
particulière (Hasin-Brumshtein et al., 2009). Une odeur peut également être perçue 
selon différents seuils de détections. Dans d’autre cas, une odeur peut acquérir une 
qualité perceptuelle altérée. Des études récentes ont montré les différences dans la 
sensibilité à l’androstérone, au stéroïde, et à l’acide isovalerique qui a une odeur 
sucrée, ces différences peuvent être attribuées au moins en partie au polymorphisme 
dans deux gènes codants pour des récepteurs olfactifs spécifiques (Keller et al., 2007; 
Menashe et al., 2007). Ces récepteurs olfactifs détectent les odeurs provenant de la 
nourriture et de l’environnement et ont comme fonction la reconnaissance et la 
discrimination des odeurs et l’attraction et la répulsion vers une odeur donnée.  
Certains neurones récepteurs olfactifs expriment les Trace Amino-associated 
Receptors (TAARs), qui répondent à des amines volatiles provenant des urines, 
impliqués dans la détection des signaux sociaux (Fleischer et al., 2007; Liberles et 
Buck, 2006). Chez les souris, il existe à peu près 15 gènes pour les TAARs. On 
trouve aussi les TAARs dans le génome de tous les vertébrés examinés jusqu’à 
présent (Hashiguchi et Nishida, 2007). 
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 1-2 Chez la lamproie: 
Le système olfactif de la lamproie est fonctionnel tout au long du cycle de vie 
de l’animal. En effet, il a été montré que la perfusion de substances odorantes sur 
l’épithélium olfactif induit une augmentation de l’activité des neurones récepteurs 
olfactifs aussi bien chez la larve que chez les adultes (Kleerekoper et Mogensen, 
1963; Teeter, 1980; Li et al., 1995; Zielinski et al., 1996).  
Chez la lamproie au stade larvaire, la muqueuse olfactive contenant les 
neurones récepteurs olfactifs est localisée dans la surface latéro-caudale de la cavité 
nasale (VanDenbossche et al., 1995). Chez les spécimens adultes, une valve sépare le 
tube nasal de l’organe olfactif. La cavité nasale est une large structure capsulaire 
contenant plusieurs plis épithéliaux (Kleerekoper et van Erkel., 1960), et comprend 
une narine unique, un tube nasal où se situent l’épithélium olfactif et la poche 
nasopharyngienne (Hagelin et Johnels 1955; VanDenbossche et al., 1995). 
 Comme chez d’autres vertébrés, les neurones récepteurs olfactifs des 
lamproies sont bipolaires. Leurs axones baignent dans la muqueuse de la cavité 
nasale. Ces neurones récepteurs olfactifs sont ciliés (pour revue, voir VanDenbossche 
et al., 1997). Des études récentes de marquage rétrograde à partir du bulbe olfactif ont 
montré que les neurones récepteurs olfactifs de la lamproie sont polymorphes comme 
ceux des poissons téléostéens (Laframboise et al., 2007). Trois types de neurones 
récepteurs olfactifs ont ainsi été décrits en se basant sur la profondeur de leur corps 
cellulaire dans l’épithélium olfactif comme critère de classification (Laframboise et 
al., 2007): les longs, les courts, et les neurones de taille intermédiaire. Les longs 
neurones possèdent un corps cellulaire localisé en position basale dans l’épithélium, 
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ainsi que de longues dendrites. Ces neurones sont les morphotypes majoritaires et 
sont rencontrés sur l’ensemble de l’épithélium olfactif. Ils seraient l’équivalent des 
neurones ciliés observés chez les poissons téléostéens. Deux sous-types de longs 
neurones ont été décrits chez la lamproie: les neurones longs et fins qui possèdent des 
dendrites dont le diamètre correspond à environ la moitié de la largeur des corps 
cellulaires, et les neurones longs et épais qui ont des dendrites dont le diamètre est 
sensiblement identique à la largeur du soma.  
 Les neurones récepteurs olfactifs intermédiaires possèdent des corps 
cellulaires fusiformes, et sont localisés dans la région moyenne de l’épithélium. Ces 
neurones de taille intermédiaire ont des axones visibles, et des dendrites ayant un 
renflement apical avec de courtes projections qui ressemblent à des microvilli. De par 
leur localisation et leur forme, ces neurones pourraient correspondre aux neurones à 
microvillosités observés chez les autres espèces de poissons (Laframboise et al., 
2007). 
 Les courts neurones récepteurs olfactifs ont un corps cellulaire de forme 
ovoïde et sont rencontrés dans la couche superficielle apicale de l’épithélium olfactif. 
Généralement, ces cellules ne possèdent pas de projection dendritique apicale, et leur 
surface membranaire apicale n’entre pas en contact avec le mucus nasal. Ils seraient 
l’équivalent des neurones récepteurs olfactifs cryptiques observés chez les poissons 
téléostéens (Laframboise et al., 2007). Ces trois types de neurones récepteurs olfactifs 
sont rencontrés aussi bien chez l’animal adulte que ceux en cours de transformation. 
L’ensemble de ces études anatomiques chez la lamproie montre que le caractère 
polymorphique des neurones récepteurs olfactifs semble être une particularité 




2- Le bulbe olfactif: 
 
Figure 2: Schéma de l’organisation cellulaire de l’épithélium olfactif et du bulbe 
olfactif. Au sein de chaque glomérule (en bleu), les axones de neurones récepteurs 
olfactifs portant le même type de récepteur membranaire contactent les dendrites 
apicaux de cellules mitrales. Les cellules mitrales vont ensuite projeter vers les 
centres nerveux de traitement de l’information olfactive grâce à leurs axones qui 
forment le tractus olfactif. Des interneurones inhibiteurs GABAergiques (en vert) 
permettent de mettre en place une inhibition latérale nécessaire à la discrimination 
des odeurs. NRO: Neurone Récepteur Olfactif; NPG: Neurone Périglomérulaire. 




Le bulbe olfactif représente le premier relai de projection des neurones 
récepteurs olfactifs (Fig. 2). Il s’agit d’une structure qui fait l’interface entre les 
neurones récepteurs et les centres nerveux traitant l’information sensorielle olfactive.  
 En quittant l'épithélium olfactif, les axones des neurones récepteurs olfactifs 
(NRO) se réunissent et forment le nerf olfactif (nerf I). Les neurones récepteurs 
olfactifs qui expriment les mêmes types de récepteurs convergent vers un ou deux 
glomérules du bulbe olfactif (Maresh et al., 2008). Cette particularité de projection 
entraine donc une organisation topographique fonctionnelle des glomérules dans le 
bulbe olfactif (Klenoff et Van Erkel, 1998). Le ratio de convergence est de 5000 
neurones récepteurs olfactifs par glomérule chez les rongeurs. Cette convergence 
élevée vers une structure glomérulaire permet d’augmenter la sensibilité de détection 
cellulaire dans le bulbe olfactif et garantir ainsi la détection des odeurs. Ce grand 
ratio de convergence permet une intégration et une amplification des signaux de 
faible amplitude. Il aussi été proposé que ceci se traduirait aussi par un plus haut 
rapport signal/bruit (pour revue voir Su et al., 2009). 
 Au sein des glomérules, les axones des neurones récepteurs olfactifs entrent 
en contact avec les dendrites des cellules mitrales, qui sont les principaux neurones de 
relais du bulbe olfactif. Chaque cellule mitrale reçoit ainsi des afférences excitatrices 
d’un seul type de neurone récepteur olfactif, exprimant un seul type de récepteur. Les 
neurones récepteurs olfactifs qui expriment différents récepteurs projettent leurs 
axones vers des glomérules différents dans le bulbe olfactif. Les dendrites apicales 
des cellules mitrales sont généralement localisées dans un seul glomérule. L’activité 
de ces cellules mitrales est régulée par des interneurones locaux qui permettent la 
communication à l’intérieur du même glomérule, et entre chaque glomérule. Chez les 
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mammifères, il existe deux types d’interneurones localisés dans deux couches 
distinctes du bulbe olfactif:  
 1) Les cellules périglomérulaires de la couche glomérulaire : ces cellules 
reçoivent des afférences directes des axones des neurones récepteurs olfactifs et 
forment des synapses inhibitrices sur les axones des neurones récepteurs olfactifs 
dans le même glomérule (pour revue voir Shepherd et al., 2007 ; Wilson et Mainen, 
2006), fournissant ainsi une rétro-inhibition intra-glomérulaire. La capacité 
d’inhibition de ces neurones n’est pas influencée par l’entrée sensorielle reçue par 
l’intermédiaire des neurones récepteurs olfactifs (Pirez et Wachowiak, 2008).  
 2) La couche des cellules granulaires (ou couche externe plexiforme): cette 
couche est plus profonde que la couche glomérulaire. À ce niveau, les cellules 
granulaires forment des synapses dendro-dendritiques inhibitrices sur les cellules 
mitrales de plusieurs glomérules et jouent un rôle d’intermédiaire dans le transfert 
d’informations entre les glomérules. Ces contacts dendro-dendritiques entre les 
cellules mitrales et les cellules granulaires sont réciproques. Localement, les cellules 
mitrales vont créer un signal excitateur glutamatergique qui va se propager vers les 
cellules granulaires. Réciproquement les cellules granulaires répliqueront par un 
signal inhibiteur GABAergique qui sera capté par les dendrites des cellules mitrales 
(pour revue, voir Shepherd et al., 2007; Wilson et Mainen, 2006; Schoppa et 
Westbrook, 1999).  
 Il est intéressant de noter que les cellules mitrales possèdent également des 
conductances intrinsèques permettant de moduler le signal acheminé par les neurones 




 2-1 Neuromodulation dans le bulbe olfactif : 
Le signal olfactif perçu par les neurones récepteurs olfactifs subit 
généralement plusieurs traitements au niveau du bulbe olfactif avant d’être acheminé 
vers les centres nerveux supérieurs. En premier lieu, les interneurones sont capables 
de moduler la transmission synaptique au niveau de la jonction entre les neurones 
récepteurs olfactifs et les cellules mitrales (Wachowiak et Cohen, 1999; Aroniadou-
Anderjaska et al., 2000; Ennis et al., 2001; McGann et al., 2005; Vucinic et al., 2005; 
Wachowiak et al., 2005). En effet, ces interneurones inhibiteurs sont capables de 
supprimer la libération de neurotransmetteurs par les neurones récepteurs olfactifs, en 
inhibant le potentiel d’action provoqué par l’influx de calcium dans la terminaison 
présynaptique (Wachowiak et Cohen, 1999; Wachowiak et al., 2005). Ainsi, la 
modulation de la force des entrées sensorielles olfactives primaires au niveau 
présynaptique permet de façonner l’encodage des odeurs dans le cerveau.  
 Les propriétés fonctionnelles de base de l'inhibition présynaptique des 
neurones récepteurs olfactifs par l’intermédiaire des récepteurs GABAB ont été 
caractérisées. Chez les mammifères, le GABA libéré par les interneurones 
périglomérulaires supprime les entrées des neurones récepteurs olfactifs en activant 
les récepteurs GABAB situés sur les terminaisons axonales des neurones récepteur 
olfactifs (Nickell et al., 1994; Bonino et al., 1999; Kratskin et al., 2006). Dans des 
préparations de tranches du bulbe olfactif, cette voie semble être le principal 
médiateur de l'inhibition présynaptique provoquée par le stimulus (Aroniadou-
Anderjaska et al., 2000; McGann et al., 2005; Wachowiak et al., 2005). In vivo, 
l'inhibition induite par les récepteurs GABAB module la force des entrées olfactives 
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vers le bulbe olfactif (McGann et al., 2005). Pírez et Wachowiak (2008) ont montré 
que la régulation de la force des entrées au bulbe olfactif provoquée in vivo par les 
récepteurs GABAB est indépendante de la distribution spatiale des glomérules 
activés, de la fréquence de reniflement utilisée pour échantillonner les molécules 
odorantes, et possède une magnitude similaire pour les fortes ou faibles entrées 
encodées par les neurones récepteurs olfactifs. L'inhibition tonique présynaptique 
joue un rôle important dans la régulation de la force des entrées des neurones 
récepteurs olfactifs. Cette inhibition présynaptique peut moduler l’intensité des 
entrées sensorielles vers le bulbe olfactif, en fonction de l'état comportemental de 
l'animal (Pírez et Wachowiak, 2008).  
 Le fonctionnement du bulbe olfactif est particulier dans la mesure où il existe 
un filtrage du signal entre chaque glomérule. Ainsi, une forte activation d’un 
glomérule, supprimera ou masquera les activités plus faibles des glomérules 
adjacents, grâce à une inhibition latérale (Mori et al., 1999 ; Urban, 2002 ; Shepherd 
et al., 2007 ; Arevian et al., 2008). Une telle fonction, analogue aux mécanismes de 
filtrage du signal observés dans d’autres systèmes sensoriels (Kuffler, 1953 ; Yang et 
al., 1992), pourrait être impliquée dans les mécanismes d’amplification du contraste 
olfactif (Yokoi et al., 1995).  
 Un mécanisme alternatif pour le filtrage des signaux olfactifs implique le 
traitement local synaptique au sein d'un même glomérule. Les cellules 
périglomérulaires GABAergiques pourraient être responsables de ce mécanisme 
(Panzanelli et al., 2007). Les cellules périglomérulaires peuvent être activées par 
plusieurs mécanismes excitateurs dans un glomérule, y compris les entrées directes à 
partir des neurones récepteurs olfactifs (Pinching et Powell, 1971; Hayar et al., 
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2004b; Murphy et al., 2004). Elles fournissent généralement des efférences 
GABAergiques au sein du même glomérule qui reçoit des afférences des neurones 
récepteurs olfactifs. Ainsi, les cellules périglomérulaires peuvent faire partie d’un 
circuit local d’auto-inhibition, dans lequel les afférences des neurones récepteurs 
olfactifs déclenchent l’inhibition au sein du même glomérule. De plus les cellules 
périglomérulaires sont des petites cellules (5-8 µm: diamètre du corps cellulaire) avec 
une haute résistance aux afférences ( 1 G ) (Puopolo et Belluzzi, 1998; Smith et 
Jahr, 2002), suggérant qu’elles peuvent être activées par des faibles entrées des 
neurones récepteurs olfactifs. Cet effet pourrait être important pour le filtrage 
préférentiel des faibles signaux olfactifs. Des études sur des tranches de bulbe olfactif 
ont montré que les réponses des cellules mitrales à l’activation du nerf olfactif sont 
dominées par une dépolarisation de 10 mV de longue durée (Carlson et al., 2000; 
Schoppa et Westbrook, 2001). Cette dépolarisation étant initiée dans les glomérules, 
l’inhibition GABAergique fournie localement par les cellules périglomérulaires 
pourrait contrôler l’amplitude et la durée de ces dépolarisations. 
 La plupart des interactions synaptiques dans le bulbe olfactif surviennent sur 
des synapses dendrodendritiques. Les cellules mitrales font des contacts synaptiques 
dendrodendritiques avec les neurones périglomérulaires GABAergiques dans le 
glomérule. Des synapses dendrodendritiques réciproques lient les dendrites latérales 
des cellules mitrales et les cellules granulaires dans la couche externe plexiforme 
(Shepherd et Greer, 1998). Ces dernières synapses assurent une base pour l’inhibition 
latérale et l’auto-inhibition (Brennan et Keverne, 1997 ; Yokoi et al., 1995). De plus, 
l’auto-inhibition dendrodendritique contribue probablement à réguler le patron 
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temporel de l’activité des cellules mitrales provoquée par les odorants (Spors et 
Grinvald, 2002; Cang et Isaacson, 2003; Margrie et Schaefer, 2003).  
 Les récepteurs N-Methyl-D-aspartate (NMDARs) possèdent un rôle important 
dans la libération de GABA au sein des dendrites des cellules granulaires. (Isaacson 
et Strowbridge, 1998 ; Chen et al., 2000 ; Schoppa et al., 1998 ; Halabisky et al., 
2000). Des études ont suggéré que l’influx de calcium à travers ces récepteurs 
provoque directement l’exocytose de GABA (Chen et al., 2000 ; Halabisky et al., 
2000). Par ailleurs, il a été proposé que la cinétique lente des NMDARs est 
indispensable pour amener les dendrites au seuil d’activation des canaux calciques 
voltage-dépendants qui provoquent la libération synaptique du GABA (Isaacson et 
Strowbridge, 1998 ; Schoppa et al., 1998 ; Isaacson, 2001). 
 La relâche dendritique du GABA implique aussi les canaux calciques activés 
par un haut voltage (HVA) de type N ou P/Q et les canaux calciques activés par un 
bas voltage (LVA) de type T (Isaacson, 2001; Egger et al., 2003). Les canaux 
ioniques qui font rentrer du calcium dans la cellule sont directement responsables de 
la libération dendritique du GABA; la nécessité d’avoir un potentiel d’action n’est 
pas encore établie (Isaacson, 2001; Egger et al., 2003). 
 Les relations synaptiques entre les cellules mitrales et les cellules granulaires 
présentent des similarités avec celles existant entre les cellules mitrales et les cellules 
périglomérulaires. Anatomiquement, les synapses entre les dendrites des cellules 
mitrales et les épines dendritiques des cellules périglomérulaires (White, 1973 ; 
White, 1972 ; Pinching et Powell, 1971) semblent être pratiquement identiques aux 
contacts dendrodendritiques entre les cellules mitrales et les cellules granulaires 
(Price et Powell, 1970). De plus, l’excitation provoquée par les NMDARs des 
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cellules périglomérulaires provoque des inhibitions prolongées des cellules touffues 
externes à la synapse dendrodendritique dans les glomérules, comme c’est le cas des 
cellules mitrales et des cellules granulaires dans la couche plexiforme externe 
(Christie et al., 2001). 
 L’ensemble de ces données montre que le bulbe olfactif joue un rôle très 
important dans le traitement de l’information sensorielle provenant des neurones 
récepteurs olfactifs (Shepherd et Greer, 1998). A ce niveau, des processus importants 
de filtrage du signal ainsi que d'amplifications ont lieu afin de permettre une 
meilleure identification et discrimination d'une odeur. 
 
 2-2 Le bulbe olfactif chez la lamproie : 
Chez la lamproie, le bulbe olfactif correspond à la partie saillante rostrale du 
lobe latéral. Il est séparé de la portion caudale, le pallium latéral, par un sillon peu 
profond qui correspondrait au pédoncule olfactif. Le bulbe olfactif présente une 
organisation laminaire. Ainsi, on distingue de la périphérie vers l’intérieur : i) la 
couche des fibres olfactives; ii) la couche des glomérules olfactifs contenant le corps 
cellulaire des cellules mitrales; iii) la couche des cellules granulaires; iv) la couche 
des cellules épendymaires (Iwahori et al., 1987).  
 La première couche est la plus périphérique. Elle est formée de fibres 
olfactives organisées en faisceaux. Ces fibres forment un plexus très dense autour du 
bulbe olfactif, et projettent vers les glomérules, en formant des varicosités libres. 
 La deuxième couche est composée de glomérules olfactifs entourés par 
plusieurs cellules mitrales. Un glomérule contient les arborisations terminales des 
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fibres olfactives, les dendrites de cellules mitrales, ainsi que les prolongements de 
cellules granulaires et épendymaires. En se basant sur des critères anatomiques, deux 
types de cellules mitrales ont été décrits (Iwahori et al., 1987): les cellules mitrales de 
type I qui sont fusiformes, et les cellules de type II dont le soma est en général 
triangulaire ou polygonal. Ces deux types de cellules ne possèdent pas de patrons de 
distribution particuliers. Les cellules mitrales reçoivent généralement les informations 
sensorielles en provenance d'un seul glomérule olfactif. Il peut cependant exister des 
cas exceptionnels où leurs dendrites sont connectées à deux, voir plusieurs 
glomérules à la fois. 
 La troisième couche, plus en profondeur dans le bulbe olfactif, correspond à la 
couche des cellules granulaires. Elle occupe environ les deux-tiers du rayon du bulbe 
olfactif. Ces cellules sont de petite taille et empaquetées d’une façon assez dense. 
Leurs corps cellulaires sont fusiformes ou triangulaires et sont connectés à plusieurs 
glomérules olfactifs (6 à 9). Parfois, plusieurs cellules granulaires peuvent converger 
vers un seul glomérule. 
 La quatrième couche, comprenant les cellules épendymaires, tapisse le 
ventricule olfactif dans la partie la plus profonde du bulbe olfactif. Les cellules 
épendymaires possèdent un axone qui s’oriente perpendiculairement à la surface du 
ventricule, et projettent vers les glomérules, ou vers la surface du bulbe olfactif. 
 Frontini et ses collaborateurs (2003) ont observé qu’il existe une organisation 
spatiale des territoires glomérulaires chez la lamproie. Ces territoires comprennent le 
groupe dorsal, l’anneau dorsal, le plexus antérieur, la chaîne latérale, les glomeruli 
médians, l’anneau ventral, et le groupe ventral. Le groupe dorsal contient 6 à 10 
glomérules. L’anneau dorsal, arrangé sous forme de patron circulaire le long du bord 
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médian, antérieur et latéral, contient approximativement 7 à 10 glomérules. L’anneau 
ventral est situé ventralement au nerf olfactif et contient 10 à 14 glomérules. Le 
groupe ventral englobe 7 à 10 glomérules. Trois glomérules médians sont localisés 
derrière la jonction du nerf et du bulbe olfactif. Ces trois glomérules sont : l’antérieur 
radial, le postérieur radial et un troisième qui fait face à la commissure antérieure 
(Frontini et al., 2003). Les glomeruli dorsaux, antérieurs, latéraux et ventraux, 
excluant les médians, contiennent des terminaisons issues des neurones olfactifs 
contenant une protéine typiquement associée aux fibres des neurones olfactifs chez 
les vertébrés (la protéine AMPc dépendante Golf). Par ailleurs, certains glomérules 
situés dorsalement montrent une proximité avec des fibres sérotoninergiques. Ces 
différents territoires suggèrent qu’il existerait une organisation spatiale du transfert de 
l’information olfactive au sein du bulbe olfactif.  
 Chez la lamproie, le GABA est utilisé dans plusieurs régions du CNS. 
Menlédez-Ferro et ses collaborateurs (2001) ont étudié la distribution de ce 
neurotransmetteur dans le bulbe olfactif de la lamproie. Ils ont observé cinq types de 
cellules qui sont immunoréactives au GABA: les cellules de taille moyenne (cellules 
périglomérulaires) localisées autour et occasionnellement dans les glomérules 
olfactifs. Dans les couches plus profondes du bulbe et autour du ventricule se 
trouvent quelques cellules de taille moyenne et plusieurs petites cellules (granules). 
Autour du ventricule olfactif, se trouvent quelques cellules de taille moyenne. À 
l’entrée du nerf olfactif, des cellules de taille moyenne et bipolaires sont présentes 
entre le nerf olfactif et les couches glomérulaires ou proches des méninges, et 
quelques cellules dans la portion intra-crânienne du nerf olfactif. De plus, ils ont 
observé aussi des cellules GABAergiques dans la commissure dorsale interbulbaire.  
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 Des études plus récentes ont montré que les neurones immunoréactifs au 
GABA les plus rostraux se trouvent au niveau de l’entrée du nerf olfactif dans le 
bulbe olfactif chez la lamproie (Robertson et al., 2007). La plupart des cellules 
GABAergiques identifiées dans la couche granulaire du bulbe olfactif correspondent 
vraisemblablement à des cellules granulaires. Elles constituent la majeure partie des 
interneurones GABAergiques locaux décrits chez plusieurs espèces de vertébrés tels 
que les poissons téléostéens (Martinoli et al., 1990; Médina et Reiner, 1994), les 
amphibiens (Hamilton, 1992; Hollis et Boyd, 2005), les oiseaux (Domenici et al., 
1988; Veenman et Reiner, 1994), et les mammifères (Ribak et al., 1977; Mugnaini et 
al., 1984; Ottersen et Storm-Mathisen, 1984).  
 Des travaux d’anatomie préalablement effectués dans le laboratoire du 
professeur Dubuc ont montré que le neurotransmetteur GABA est présent dans le 
bulbe olfactif tout au long du cycle de vie de la lamproie. Cependant, la densité 
neuronale GABAergique diminue chez les lamproies reproductrices en fin de vie 
(Robertson et al., 2007). La distribution similaire de GABA chez la lamproie par 
rapport aux autres animaux nous permet de suggérer que ce neurotransmetteur 
pourrait également jouer un rôle modulateur important dans la transmission des 
informations olfactives au niveau du bulbe olfactif, et notamment, dans la 
transmission olfacto-locomotrice que nous avons récemment décrit chez la lamproie 






3- Les centres supérieurs impliqués dans le traitement des 
informations olfactives : 
 3-1 Chez les mammifères :  
Chez les mammifères, les neurones de deuxième ordre (cellules mitrales) 
innervent plusieurs régions cérébrales. Dans ces régions, l’information olfactive est 
intégrée avec des informations provenant d'autres modalités sensorielles, ou encore 
mémorisées lors d'événements antérieurs, ainsi que d’informations concernant l’état 
comportemental de l’animal. Tout cet ensemble façonne la perception olfactive à un 
moment donné et permet de conditionner la réponse physiologique adéquate.  
 Les axones des cellules mitrales conduisant les informations sensorielles 
olfactives sortent du bulbe olfactif par un faisceau nerveux, nommé tractus olfactif 
latéral. Ces fibres projettent directement vers les neurones pyramidaux du cortex 
olfactif. Ce cortex est composé par l'assemblage de plusieurs régions distinctes, dont 
le cortex piriforme, le tubercule olfactif, le noyau olfactif antérieur et certaines parties 
de l’amygdale et du cortex entorhinal (Polenova et Vesselkin, 1993; Balu et al., 
2007). Ainsi, contrairement à la plupart des autres systèmes sensoriels, les signaux 
olfactifs ne transitent pas par le thalamus avant d’atteindre le cortex.  
 Le codage des odeurs a été analysé dans les neurones pyramidaux du cortex 
piriforme : un stimulus olfactif provoque des réponses à partir de seulement une 
petite fraction de neurones dispersés spatialement et ces réponses consistent en 
quelques potentiels d'action. En outre, chaque neurone du cortex olfactif répond à un 
nombre limité d'odeurs. Contrairement aux cellules mitrales dont l’activité est induite 
par un seul type de récepteur olfactif, les neurones du cortex olfactif reçoivent des 
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projections synaptiques de plusieurs cellules mitrales (Franks et Isaacson, 2006). 
Ainsi, il existe une convergence de l'information sensorielle olfactive au niveau du 
cortex, puisque les neurones du cortex olfactif reçoivent les afférences de plusieurs 
glomérules et donc de plusieurs récepteurs olfactifs. Les neurones pyramidaux du 
cortex olfactif agissent comme des détecteurs de coïncidences: ils ne s’activent que 
lorsqu’un certain nombre de cellules mitrales sont activées de façon synchrone. Cette 
synchronie d'activation des cellules mitrales est requise pour permettre de surmonter 
l'inhibition générée par les interneurones locaux également activés par les substances 
odorantes. Comme il est rare qu’une odeur individuelle puisse activer la combinaison 
précise de récepteurs olfactifs nécessaires à l’activation d’un seul neurone pyramidal, 
très peu de neurones pyramidaux sont activés in fine. Même si deux odorants 
différents peuvent activer en partie les mêmes glomérules dans le bulbe olfactif, leurs 
représentations dans les régions corticales sont distinctes (pour revue, voir Su et al., 
2009). 
 
 3-2 Chez la lamproie : 
Les structures cibles des projections caudales du bulbe olfactif de la lamproie 
n'ont été que très peu étudiées jusqu'à maintenant. Les études préliminaires de 
marquages antérogrades à la peroxydase de raifort ont permis d'identifier les 
structures cérébrales recevant des projections du bulbe olfactif chez cette espèce 
(Polenova et Vesselkin, 1993). Les injections ont été réalisées dans les régions 
dorsales, dorso-latérales et ventrales du bulbe olfactif. Les injections dorso-latérales 
ont marqué le pallium dorsal ipsilatéral et le pallium piriforme. Quelques fibres 
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projettent dans le neuropile de l’hippocampe primordial. Les injections dorsales ont 
marqué le pallium dorsal et piriforme. Les injections ventrales ont marqué le pallium 
piriforme uniquement. Les fibres olfactives secondaires arrivent jusqu’au pallium 
dorsal et piriforme, et à l’aire médioventrale de l’hémisphère cérébral. Les fibres 
sortant du bulbe olfactif arrivent au diencéphale et passent par la stria medullaris 
dorsale, le thalamus ventral et l’hypothalamus. D’autres fibres entrent dans la 
commissure et le noyau de l’habenula et après décussation, elles forment deux 
faisceaux : un premier qui projette vers l’aire palliale controlatérale et un second qui 
projette vers le thalamus ventral ainsi que l’hypothalamus. La plupart des fibres qui 
quittent le côté dorso-médial du bulbe arrivent dans l’hippocampe primordial. Une 
partie de ces fibres se termine là, et d’autres pourraient projeter à la stria medullaris 
ipsilatérale et rejoindre les fibres marquées de la partie latérale. Quelques fibres 
projettent également au bulbe controlatéral en passant par la commissure inter-
bulbaire (Polenova et Vesselkin, 1993). 
 
4- Le système voméronasal : 
 4-1 Historique : 
La chémosensation est une des modalités sensorielles que les animaux ont 
développé afin de détecter, discriminer et analyser les substances chimiques du milieu 
environnant. Plusieurs de ces substances servent de messages chimiques entre les 
animaux, ou entre une plante et un animal, et sont appelées "substances 
sémiochimiques". Les phéromones constituent une classe importante de ces 
substances sémiochimiques. Les phéromones, dont l'étymologie signifie transporter 
25 
 
(pherein) et exciter (hormon), ont été définies par Karlson et Luscher (1959) comme 
étant des substances sécrétées par un individu et perçues par un autre individu de la 
même espèce chez qui elles déclenchent des réactions spécifiques comme par 
exemple un comportement précis, une réponse métabolique, ou un processus 
développemental. Depuis cette période, l'utilisation de phéromones dans la 
communication chimique a été mise en évidence chez de nombreuses espèces 
d'insectes et de vertébrés (pour revue, voir Døving et Trotier, 1998). La plupart des 
travaux sur le système olfactif au cours du 20
e 
siècle ont soutenu l'idée que le système 
olfactif était divisé en deux parties: un système principal dédié à la détection des 
odeurs en général, et un système accessoire pour la détection des phéromones. Les 
travaux de Jacobson ont mis en évidence, chez plusieurs espèces de mammifères, la 
présence d'un organe dit de "Jacobson" ou "voméronasal" qui coexiste à côté de 
l'épithélium olfactif principal (Jacobson, 1813; pour revue, voir Døving et Trotier, 
1998). Les travaux anatomiques de la fin du 19
e
 siècle ont montré que les cellules qui 
composent cet organe possèdent des similarités morphologiques avec les neurones 
récepteurs olfactifs (Retzius, 1894). Ils projettent vers le bulbe olfactif accessoire 
(BOA) dans la région du bulbe olfactif (pour revue, voir Døving et Trotier, 1998). 
Ainsi, il a été montré, puis couramment admis que l'organe voméronasal 
correspondait à la partie de l'épithélium olfactif spécifiquement dédiée à la détection 
des phéromones (pour revue, voir Døving et Trotier, 1998). 
Les travaux de Planel (1953) étaient les premiers à montrer que l’organe 
voméronasal jouait un rôle important dans les mécanismes comportementaux 
entourant la reproduction chez les mammifères. En effet, l'ablation de cet organe chez 
les cochons d’Inde freine le désir d'accouplement chez les mâles, tandis que les 
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femelles perdent la plupart des signes comportementaux liés à la reproduction, tel que 
le "comportement de lordose" (Planel, 1953). Ces résultats ont été confirmés plus tard 
chez d'autres espèces comme le hamster, dont les déafférentations périphériques de 
l'organe voméronasal ont induit des déficits sévères du comportement sexuel, autant 
chez les mâles, que chez les femelles (Powers et Winans, 1975 ; Winans et Powers, 
1977). Plus récemment, les mécanismes cellulaires responsables de la mise en place 
de ces comportements sexuels à partir de l'activation de l'organe voméronasal ont été 
mis en évidence chez la souris (Kimchi et al., 2007). 
 Les injections d'hormone gonadoliberine GnRH (gonadotropin-releasing 
hormone) chez les animaux dont l'organe voméronasal a été inactivé pouvaient 
rétablir le comportement sexuel déficient. Ainsi, l’activation de l’organe voméronasal 
pourrait être fonctionnellement responsable de la production de GnRH qui induira à 
son tour, une augmentation du niveau de l’hormone lutéinisante, et ainsi induire les 
comportements sexuels adaptés (Clancy et al., 1988 ; Coquelin et al., 1984 ; Meredith 
et Fernandez-Fewell, 1994). 
 
4-2 Organisation générale du système voméronasal : 
 Chez les souris, l’organe voméronasal est une structure tubulaire bilatérale se 
trouvant dans une capsule cartilagineuse localisée dans la portion basale du septum 
nasal. La structure et les projections de l’épithélium sensoriel de l’organe 
voméronasal sont dichotomiques. Au moins deux populations de neurones sensoriels 
voméronasaux existent, et diffèrent par leur profil moléculaire ainsi que leur position 
anatomique (Halpern et Martinez-Marcos, 2003).  
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 Les corps cellulaires des neurones de l’organe voméronasal localisés dans la 
zone apicale de l’épithélium co-expriment la famille des récepteurs voméronasaux de 
type 1 (V1R) liées à la protéine Gi2α. Les neurones localisés dans la zone basale de 
l’épithélium expriment quant à eux les récepteurs voméronasaux de type 2 (V2R). Ils 
sont couplés à une protéine G de type Goα (pour revue, voir Boehm 2006).  
 Chaque neurone du système voméronasal projette un seul axone vers le BOA 
situé à proximité de la partie dorso-caudale du bulbe olfactif principal (Halpern et 
Martinez-Marcos, 2003). Les neurones qui expriment les récepteurs V1R/Gi2α 
projettent dans la partie antérieure du BOA, tandis que les neurones exprimant 
V2R/Goα, projettent vers la partie postérieure. La ségrégation anatomique observée 
dans l’organe voméronasal est donc maintenue au niveau du BOA (Jia et Halpern 
1996; Yoshihara et al., 1997). Puisque les parties antérieures et postérieures du BOA 
projettent ensuite vers des régions différentes du cerveau, ceci pourrait expliquer 
pourquoi le même ligand (phéromone) serait capable d'induire des réponses 
comportementales différentes, comme par exemple entre les individus mâles et 
femelles (Halem et al., 2001).  
 Il existe comme dans le système olfactif principal une convergence de 
l'information entre l'organe voméronasal et le BOA. En effet, les axones de 500 à 
1000 neurones voméronasaux qui expriment les mêmes types de récepteurs 
convergent vers un petit nombre (6 à 30) de glomérules dans le BOA (Belluscio et al., 
1999; Rodriguez et al., 1999; Del Punta et al., 2002). Ce patron de projection est 
sensiblement différent du système olfactif principal où les axones des neurones 
sensoriels olfactifs exprimant le même type de récepteur convergent vers un ou deux 
glomérules dans deux régions spécifiques du bulbe olfactif principal (pour revue, voir 
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Buck, 2000). Cependant, ce taux de convergence plus bas des projections des 
neurones du premier ordre se retrouve contrebalancé par une forte convergence dans 
l’organisation fonctionnelle des projections des cellules mitrales. Ces dernières 
innervent plusieurs glomeruli recevant des fibres issues des neurones olfactifs 
exprimant le même récepteur (i.e., V1R ou V2R) (Del Punta et al., 2002). Ainsi, 
l’organisation dendritique des cellules du deuxième ordre pourrait sous-tendre une 
grande convergence de l’information, peut-être aussi importante que celle observée 
dans le système olfactif principal (Del Punta et al., 2002). 
 
 En aval du BOA, les cellules mitrales font des connexions avec le noyau 
amygdalien médial, l’aire corticale amygdaloïde postéromédian (référé ensemble à 
l’amygdale voméronasale) et le noyau du lit de la strie terminale (BNST) (Halpern et 
Martinez-Marcos, 2003 ; Scalia et Winans, 1975 ; Alheid et al., 1995 ; Newman, 
1999). Toutes ces connexions sont bidirectionnelles ce qui suggère la présence de 
boucles de rétrocontrôle (Halpern et Martinez-Marcos, 2003). Chez quelques espèces, 
on a observé des projections de plusieurs zones distinctes du BOA vers l’amygdale 
voméronasale, mais cette ségrégation n’est pas confirmée chez la souris (Von 
Campenhausen et Mori, 2000 ; Salazar et Brennan, 2001). Des études chez les 
rongeurs suggèrent une ségrégation fonctionnelle de l’amygdale voméronasale (Choi 
et al., 2005). Les parties dorsale et ventrale du noyau amygdalien médial postérieur 
sont respectivement activées par des stimuli reproductifs ou défensifs. Conformément 
à cela, les projections de ces deux sous-noyaux de l’amygdale médiane à 
l'hypothalamus sont anatomiquement distinctes (Swanson 2000). La partie dorsale du 
noyau amygdalien médial postérieur projette à trois noyaux interconnectés, localisés 
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dans la colonne de contrôle comportementale hypothalamique médiane, et qui 
induisent des comportements de reproduction. Ces trois noyaux sont : le noyau 
préoptique médian, la partie ventrolatérale du noyau hypothalamique ventromédian, 
et le noyau ventral prémamillaire. En parallèle, le noyau médial amygdaloïde ventral 
envoie des projections au noyau hypothalamique antérieur et à l’aspect dorsomédian 
du noyau hypothalamique ventromédian. Les informations transitent de l’amygdale 
voméronasale vers l’hypothalamus médian par des projections directes et via un relais 
dans le BNST. En conséquence, ce dernier reçoit des informations voméronasales par 
une innervation directe des cellules mitrales du BOA, et par un relais de l’amygdale 
voméronasale, suggérant un rôle majeur dans l’intégration des signaux du système 
voméronasal. Le BNST postéromédian de la stria terminalis fait partie du circuit 
sexuel dimorphique du proencéphale incluant le noyau amygdalien médial et 
plusieurs noyaux de l’hypothalamus (Guillamon et Segovia, 1997; Simerly, 2002; Gu 
et al., 2003 ; Shah et al., 2004 ; pour revue voir Boehm, 2006). 
 
4-3 Cas particulier de la lamproie :  
Il a été montré que la lamproie utilise des acides biliaires ou des alcools, ou 
les deux ensembles, comme phéromones durant les deux stades de son cycle de vie 
(Yun et al., 2003). Au stade larvaire, elle synthétise (Haslewood et Tokes, 1969) et 
relâche (Li et al., 1995 ; Polkinghorne et al., 2001) dans l’eau le pétromyzonol sulfate 
(PZS ; 3α-7α, 12α, 24-tetrahydroxy-5α-cholan-24-sulfate) et l’acide allocholique 
(ACA ; 3α-7α, 12α -trihydroxy-5α-cholan-24-oic-acid), qui sont détectés par les 
adultes. Il a été proposé que le PZS et l’ACA sont des phéromones qui attirent des 
adultes vers les ruisseaux. En support à cette hypothèse, il a été montré  dans une 
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chambre à deux choix qu’un mélange des deux types de phéromone attire 
préférentiellement les adultes en phase de reproduction (Bjerselius et al., 2000).  
Lorsque les mâles matures sexuellement sont dans la zone de reproduction, ils 
relâchent à leur tour dans l’eau le 3-keto pétromyzonol sulfate (3kPZS ; 7α, 12α, 24-
trihydroxy-5α-cholan-3-one-24-sulfate) et le 3-keto acide allocholique (3kACA; 7α, 
12α -dihydroxy-5α-cholan-3-one-24-oic-acid) (Li et al., 2002 ; Yun et al., 2002). Il a 
été montré que les mâles utilisent le 3kPZS pour augmenter l’activité locomotrice des 
femelles en ovulation et les attirer vers leurs sites de reproduction. (Li et al., 2002 ; 
Yun et al., 2003). Il diffère seulement des phéromones larvaires PZS, par la présence 
d'un radical 3-keto, au lieu du groupe 3α-hydroxyle. La fonction du 3kACA n’est pas 
encore bien définie et on croit qu’elle est une composante mineure des phéromones 
mâles (Yun et al., 2003). Le 3kACA diffère des phéromones larvaires ACA, par la 
présence d’un groupe hydroxyle sur le carbone 24.  
Les acides biliaires sécrétés par les lamproies mâles adultes sont rapidement 
dilués dans l’eau des lacs et rivières. Pour déterminer si les femelles peuvent faire la 
distinction entre les phéromones des mâles et les phéromones larvaires, Siefkes et Li 
(2004) ont cherché à déterminer la capacité de l’épithélium olfactif des femelles à 
discriminer ces quatre acides biliaires. Ils ont comparé les réponses 
électrophysiologiques générées par le 3kPZS, le 3kACA, l’ACA et le PZS dans les 
organes olfactifs des lamproies adultes femelles. Ils ont montré que l’épithélium 
olfactif des lamproies adultes femelles est très sensible au 3kPZS, un acide biliaire 
mâle spécifique (Li et al., 2002).  
 Chez la lamproie, un organe olfactif accessoire (OOA) a été décrit pour la 
première fois par Scott (1887). Il est situé dans la région caudo-ventrale de 
31 
 
l’épithélium olfactif de la lamproie. Chez plusieurs espèces (Lampetra fluviatilis, 
Lampetra planeri, Petromyzon marinus) l’OOA ressemble à une multitude de sacs 
épithéliaux vascularisés et entourés de fibres nerveuses (Scott, 1887 ; de Beer, 1923 ; 
Leach, 1951 ; Hagelin et Johnels, 1955 ; VanDenbossche et al., 1995). Il est relié à la 
cavité de l’organe olfactif principal par un conduit (Hagelin et Johnels, 1955). La 
présence de neurones sensoriels ciliés dans la structure tubulaire a mené Scott (1887) 
et Hagelin et Johnels (1955) à proposer que l’OOA serait l'homologue de l’organe 
voméronasal des mammifères. Plusieurs similarités anatomiques existent entre 
l’OOA de la lamproie et l'organe voméronasal. Ils sont tous les deux, de forme 
tubulaire, et reliés à la cavité nasale par des conduits étroits. Les conduits de l’OOA 
sont localisés dans l’épithélium olfactif principal (Lubosch, 1905), et les conduits 
voméronasaux débouchent dans la cavité nasale, à la base du septum nasal (Meredith 
et al., 1980). Les deux structures sont abondamment vascularisées. La constriction et 
la dilatation de ces vaisseaux sanguins environnants régulent le mouvement de fluides 
dans l’organe voméronasal des mammifères (Meredith et al., 1980) et pourraient 
aussi avoir la même fonction dans l’OOA des lamproies.  
 Une étude anatomique récente a montré que les neurones sensoriels olfactifs 
de l’OOA projettent vers le glomérule médian du bulbe olfactif chez la lamproie (Ren 
et al., 2009). Cette région médiane est également décrite comme étant l'équivalent du 
BOA, et permet la détection des phéromones chez plusieurs espèces de poissons (Ren 
et al., 2009). Il est intéressant de noter que l'OOA projette exclusivement au 
glomérule médian du bulbe olfactif, tandis que l'ensemble de l'épithélium olfactif 
principal projette vers l'OOA et le glomérule médian (Ren et al., 2009). Le glomérule 
médian qui reçoit donc des afférences en provenance de l'OOA et de l'épithélium 
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olfactif principal, semble être également différent du reste du bulbe olfactif, puisque 
la protéine G olfactive (GOlf) dépendante de l'adénosine monophosphate cyclique 
(AMPc) n'y est pas exprimée (Frontini et al., 2003). Une voie nerveuse prend 
naissance dans le bulbe olfactif médian et projette vers une structure diencéphalique, 
le tubercule postérieur. Nous avons montré que cette voie, distincte anatomiquement 
et biochimiquement, l'est également sur le plan fonctionnel (Derjean et al., 2010). En 
effet, elle est spécifiquement dédiée à la transformation de l'information sensorielle 
olfactive en commande motrice. Il semble donc que l'OOA chez la lamproie soit un 
organe dont la fonction principale serait d'activer le glomérule médian du bulbe 
olfactif et ainsi, induire une réponse comportementale de type motrice. Les efférences 
du BOA des mammifères sont considérées depuis longtemps comme séparées des 
connexions efférentes du bulbe olfactif principal, mais des nouvelles études ont 
révélé des convergences entre ces deux voies (Pro-Sistiaga et al., 2007). 
 
5- Le tubercule postérieur : 
 Le tubercule postérieur est une structure bilatérale, situé ventralement entre le 
plancher du troisième ventricule et les corps mamillaires, et limité de part et d’autre 
par l’hypothalamus. Il s'agit d'une structure riche en catécholamines chez la lamproie 
(Baumgarten, 1972, Pierre et al., 1997). Des expériences d’immunohistochimie du 
tubercule postérieur ont révélé la présence de cellules dopaminergiques. Ainsi, on 
pourrait s'attendre à ce que ce noyau possède des projections plus importantes 
dirigées vers le striatum. On a aussi identifié des cellules catécholaminergiques dans 
la région du tubercule postérieur des amphibiens (Bartels, 1971; Wilczynsky et 
Northcutt, 1983; Wicht et Himstedt, 1988; Gonzàlez and Smeets, 1991; Gonzàlez et 
33 
 
al., 1993, 1994a-c). Cette région, avec la partie médiane du tegmentum 
mésencéphalique, forment l'origine de l'innervation dopaminergique du striatum chez 
les amphibiens (Gonzàlez et al., 1994c; Marin et al., 1997).  
 Baumgarten (1972) a considéré que les cellules catécholaminergiques du 
tubercule postérieur chez la lamproie, font partie d'une structure qui migre dans la 
base du mésencéphale chez les tétrapodes. Une telle migration de cellules n’est pas 
clairement démontrée. Cette hypothèse est soutenue par le gradient rostrocaudal qui 
existe durant l’apparition des cellules immunoréactives à la dopamine et à la tyrosine 
hydroxylase dans le tubercule postérieur durant le développement (Gonzàlez et al., 
1994a et b, 1995). 
 Puisque le tubercule postérieur est une source importante de cellules 
dopaminergiques chez la lamproie, il pourrait s'agir d'une structure analogue à l'aire 
ventrale tegmentale (VTA) et/ou de la substance noire (SN) observées chez les 
mammifères (Baumgarten, 1972; Pierre et al., 1997). Il est probable que le tubercule 
postérieur soit un précurseur des compartiments dopaminergiques mésencéphaliques 
de la formation réticulée des vertébrés supérieurs, mais qu'au cours de l'évolution, 
deux structures anatomiques distinctes (i.e., la VTA et la SN) se soient differentiées à 
partir du même tissu original (Fallon et Loughlin, 1985). 
Des travaux antérieurs ont déjà souligné l’importance de la projection du 
système olfactif vers le tubercule postérieur (Northcutt et Puzdrowski, 1988). Nos 
travaux ont montré que ce noyau joue un rôle clef dans la transmission de 
l'information sensorielle olfactive en réponse motrice (Derjean et al., 2010). En effet, 
il s'agit d'une structure qui fait l'interface entre la partie médiane du bulbe olfactif et 
la MLR qui est sa principale cible de projection (Ménard et al., 2007). 
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 Les neurones dopaminergiques du tubercule postérieur sont de petite taille 
(Brodin et al., 1990; Pierre et al., 1994). Le tubercule postérieur contient également 
des neurones catécholaminergiques non marqués par les anticorps contre la 
dopamine, dans sa région paratuberculaire. Il s'agit de neurones de plus grande taille, 
dont la nature pharmacologique exacte n'est pas connue (Brodin et al., 1990; Pierre et 
al., 1994) 
 Les groupes de cellules dopaminergiques mésencéphaliques, incluant l’aire 
rétrorubrale (A8), la SN (A9) et la VTA (A10) ne sont pas observées chez les 
cyclostomes (Kadota et al., 1993; Pierre et al., 1994), ni chez les holocéphales, ni 
chez les actinoptérygiens (Smeets et Reiner, 1994). 
 
B- La locomotion : 
Tous les vertébrés sont capables de se déplacer dans leur environnement. Ces 
mouvements dépendent de l'exécution d'un comportement moteur complexe et 
coordonné: la locomotion. La bonne exécution de la locomotion dépend de plusieurs 
structures et noyaux, à différents niveaux du CNS. Elle implique la coordination d’un 
grand nombre de muscles dont chacun est synchronisé avec un patron moteur 
spécifique, dans chaque cycle locomoteur. En principe, trois types de systèmes de 
contrôle sont nécessaires : 1) Le système moteur propulsif, qui produit par exemple le 
mouvement des jambes des tétrapodes et des bipèdes; le mouvement des ailes des 
oiseaux; ou encore, le mouvement ondulatoire des poissons et des serpents; 2) Le 
système moteur postural qui maintient la position appropriée du corps au cours de la 
locomotion; 3) Et enfin, le système moteur responsable de l’orientation vers un but 
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donné, qui dirige l’animal vers un objectif précis lors du mouvement, tout en évitant les 
objets et obstacles sur son chemin. 
 Malgré de nombreuses différences au niveau de l’organisation anatomique de 
leurs systèmes nerveux respectifs, la plupart des espèces de vertébrés et invertébrés 
possèdent une organisation assez semblable des structures neuronales permettant de 
générer les différents patrons locomoteurs (Grillner al., 1997). Ainsi, la locomotion est 
due à des séquences appropriées de contractions des muscles chez les vertébrés. Ces 
muscles sont activés par les motoneurones spinaux qui eux-mêmes, reçoivent leur 
programmation de réseaux de neurones excitateurs et inhibiteurs qui composent les 
générateurs centraux de patrons (CPG) au niveau de la moelle épinière. L’activation de 
ces CPGs spinaux provient des neurones de commandes réticulospinaux du tronc 
cérébral, qui eux-mêmes sont activés par les centres locomoteurs supra-spinaux, qui 
sont capables d’activer la locomotion lorsqu’ils sont stimulés. Une de ces régions est 
située sur la bordure méso-pontique est appelée la région locomotrice mésencéphalique 
(MLR; Shik et Orlovsky, 1976; Jordan, 1986). Une autre région connue, nommée 
région locomotrice diencéphalique (DLR, El Manira et al., 1997) est localisée au 
niveau du diencéphale, dans la région ventrale du thalamus chez la lamproie (pour 
revue voir Parker et al., 1998; Sinnamon 1993; Dubuc et al., 2008).  
 
1- Les Générateurs Centraux de Patrons : 
 1-1 Description:  
La plupart des activités rythmiques nécessite que certains muscles soient 
activés tandis que d'autres sont inhibés à un moment donné. L'organisation temporelle 
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de ces activations et inactivations dépend de réseaux de neurones localisés dans la 
moelle épinière, et regroupés dans une unité fonctionnelle, le CPG. Les CPGs sont des 
circuits spinaux qui activent les neurones moteurs selon un patron organisé pour 
générer un mouvement rythmique (Delcomyn, 1987 ; Grillner et Wallen, 2002). Ils sont 
responsables de coordonner les activités rythmiques telles que la respiration (von Euler, 
1981 ; Remmers, 1999), la mastication (Dellow et Lund, 1971 ; Nozaki et Nakamura, 
1986) ou la locomotion (Grillner, 1975 ; Grillner, 1985 ; Grillner, 1996). Les 
générateurs de mouvements rythmiques comme le CPG de la respiration sont actifs 
durant toute la vie, mais sont sujets à modulations selon les besoins métaboliques (von 
Euler, 1981). D’autres, comme les CPGs de la locomotion, sont inactifs au repos, mais 
peuvent être activés par des signaux des centres de commandes moteurs (Grillner, 
1996 ; Grillner, 1985 ; Grillner, 1975). 
 
 À la fin du 19
e
 siècle, des expériences de lésion de la moelle épinière ont 
montré que les animaux ayant subi une section spinale complète pouvaient continuer à 
exécuter des mouvements de type locomoteurs (Freusberg, 1874; pour revue, voir 
Clarac, 2008). Les premières analyses avaient conclu que la moelle épinière utilisait 
aussi bien des mécanismes de réflexe que des mécanismes centraux pour contrôler la 
locomotion (Philippson, 1905).  
 Les théories de Sherrington (1910) proposaient que le patron locomoteur de 
base responsable de la marche était une résultante de l’action des entrées 
proprioceptives sur les centres spinaux. La section complète de la moelle épinière chez 
le chat ou le chien n'avait pas empêché l'exécution de mouvements très similaires à la 
marche normale. Ceci était décrit par Sherrington comme étant des "reflex stepping", 
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au niveau des membres postérieurs. Puisque la locomotion pouvait être déclenchée par 
des stimulations cutanées ou spinales, Sherrington a suggéré l'existence de neurones 
spinaux responsables de la transformation d'une entrée tonique périphérique en 
commande motrice centrale pour la locomotion (pour revue voir, Guertin, 2009).   
 
 1-2 Localisation anatomique des CPGs :  
 L'organisation cellulaire des CPGs est encore mal connue. Cependant, durant 
les 25 dernières années, les recherches effectuées sur des modèles tels que lamproies et 
xénopes, ont fourni une structure détaillée des circuits de CPGs contrôlant la nage, des 
mécanismes cellulaires et synaptiques des CPGs de la nage et de leurs modulations 
(Grillner, 2003; McLean et al., 2000; Roberts et al., 1998). En comparaison avec ces 
données, beaucoup moins d’informations sont disponibles concernant le 
fonctionnement des CPGs locomoteurs chez les mammifères (Clarac et al., 2004; 
Hultborn et al., 1998, Kiehn et Butt 2003; McCrea 1998), même si les CPGs de la 
marche chez les mammifères ont été étudiés pour la première fois il y a à peu près 100 
ans (Brown, 1911).  
 Les CPGs contrôlant la locomotion sont localisés dans la moelle épinière et sont 
rencontrés chez tous les vertébrés, incluant l’humain (Dimitrijevic et al., 1998). Des 
études antérieures ont montré que la partie lombaire de la moelle épinière contient des 
éléments neuronaux importants pour produire une coordination précise et une 
activation d’un grand nombre de muscles des membres postérieurs (Grillner, 1981). 
Grillner et Zangger (1979) étaient les premiers à montrer chez le chat spinalisé 
l’existence d’un CPG locomoteur spinal possédant la capacité de générer des séquences 
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de mouvements rythmiques coordonnées des membres postérieurs. D’autres études 
utilisant une préparation de moelle épinière isolée de rongeurs nouveaux-nés, 
confirment cette même idée (Bonnot et Morin, 1998; Bonnot et al., 2002; Bracci et al., 
1996; Christie et Whelan, 2005; Cowley et Schmidt, 1995; Gabbay et al., 2002; 
Kjaerulff et Kiehn, 1996; Kremer et Lev-Tov, 1997; Kudo et Yamada, 1987). 
Cependant, il existe une différence entre les segments rostraux et caudaux dans leur 
capacité rythmogénique. Les segments lombaires rostraux en isolation (L1-L3 chez les 
rongeurs, L3-L5 chez les chats, et D7-D10 chez les tortues) possèdent une meilleure 
capacité que les segments caudaux (L4–L6, L6–S1, et S1–S2, respectivement) pour 
générer un patron moteur rythmique.  
 Plusieurs études ont montré que les neurones locomoteurs sont concentrés dans 
la partie ventrale de la moelle épinière (Couches VII, VIII, et X de Rexed), suggérant 
que tous les éléments essentiels du circuit locomoteur chez les mammifères sont 
localisés dans cette partie ventrale (Cina et Hochman, 2000; Dai et al., 2005; Kjaerulff 
et al., 1994; Tresch et Kiehn, 1999).  
 Chez les mammifères, les données disponibles au sujet de la capacité 
rythmogénique des CPGs des membres postérieurs indiquent que cette dernière est 
localisée dans la moelle épinière thoracique inférieure. Cette organisation est également 







2- CPGs chez la lamproie :  
 Tout au long de la phylogénie, le CNS des vertébrés est organisé de façon 
similaire, même si le niveau de complexité augmente. De la lamproie à l'homme, la 
partie antérieure du cerveau, le tronc cérébral, ainsi que la moelle épinière possèdent les 
mêmes caractéristiques physiologiques générales. 
 Le CNS de la lamproie est un bon modèle pour étudier les mécanismes 
cellulaires de l'intégration sensori-motrice en général. En effet, il présente beaucoup 
d’avantages, puisque son organisation globale est similaire à celle des autres vertébrés, 
mais de plus, il possède beaucoup moins de neurones, simplifiant ainsi son étude. Le 
patron moteur qui sous-tend la locomotion peut être maintenu intact pendant quelques 
jours dans une préparation cerveau-isolé de lamproie (Grillner et Wallén, 2002).  
 Dans toutes les classes de vertébrés, la moelle épinière contient les réseaux de 
base qui coordonnent l’activité locomotrice, que ce soit la nage, le vol ou la marche 
(Grillner, 1985 ; Grillner, 1981; Grillner, 1975; Orlovsky et al., 1999; Fedirchuk et al., 
1998). Dans la moelle épinière de la lamproie, l’activité locomotrice alternée gauche-
droite est produite dans chaque segment tout le long de la moelle épinière à une 
fréquence qui varie entre 0.1 à 8-10 Hz durant la nage normale. L’activité locomotrice 
peut être produite non seulement par la stimulation du tronc cérébral mais aussi par la 
perfusion d’agonistes glutamatergiques sur une préparation de moelle épinière isolée 
(Grillner et Wallén, 2002). Chez la lamproie, le réseau moteur qui produit de l'activité 
alternée est composé d’interneurones excitateurs glutamatergiques, d’interneurones 
inhibiteurs glycinergiques et de motoneurones (Buchanan et Grillner, 1987; Krieger et 
al., 1996). Les interneurones glutamatergiques s’excitent les uns les autres par 
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l’intermédiaire des récepteurs ionotropiques NMDA et AMPA, et des récepteurs 
métabotropiques du glutamate. Les interneurones inhibiteurs bloquent l’action des 
interneurones et motoneurones controlatéraux en produisant des potentiels post-
synaptiques inhibiteurs de grande amplitude (Buchanan, 1982; Ohta et al., 1991; Parker 
et Grillner, 2000). 
 Il existe deux types de neurones inhibiteurs commissuraux: les larges neurones 
possédant des longs axones descendants, et les petits interneurones ayant des axones 
plus courts (Ohta et al., 1991). Ces derniers fournissent des potentiels post-synaptiques 
inhibiteurs plus larges que ceux produits par les larges neurones (Parker et Grillner, 
2000). En plus, il y a aussi quelques interneurones glycinergiques projetant 
ipsilatéralement qui sont co-activés avec les motoneurones ipsilatéraux, probablement 
par des interneurones excitateurs, et produisent une inhibition monosynaptique sur les 
motoneurones et les interneurones commissuraux inhibiteurs (Parker et Grillner, 2000 ; 
Buchanan et Grillner, 1988). 
 Le réseau locomoteur spinal chez la lamproie est constitué de neurones 
glutamatergiques projetant ipsilatéralement et de neurones glycinergiques ayant des 
projections controlatérales (Grillner et Wallén, 1980; Buchanan, 1982; Buchanan et 
Grillner, 1987). Les axones descendants réticulospinaux contrôlent le réseau spinal en 
activant les récepteurs AMPA et NMDA des interneurones excitateurs, des 
interneurones commissuraux inhibiteurs et des motoneurones (Ohta et Grillner, 1989). 
Les récepteurs NMDA sont particulièrement importants en raison de leur dépendance 
au voltage, et contribuent à la dépolarisation maintenue. Les réseaux locomoteurs 
spinaux chez les autres vertébrés adultes et en développement, sont aussi constitués de 
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neurones glycinergiques et glutamatergiques (Stein et al., 2000 ; Kiehn et Kjaerulff, 
1998; Stein, 1999; O’Donovan et al., 1998; Drapeau et al 2002; Rossignol et al., 1998). 
 De plus, chez les têtards de Xénope et les lamproies, les collatérales issues des 
motoneurones produiraient des excitations périodiques sur d’autres motoneurones et 
interneurones excitateurs (Perrins et Roberts, 1995 ; Placas et Buchanan, 2002). Chez 
les têtards de Xénope, les épisodes locomoteurs sont prolongés quand la 
neurotransmission cholinergique est potentialisée (Perrins et Roberts, 1995). L’activité 
du réseau continue même durant le blocage des récepteurs GABAA, mais la fréquence 
locomotrice augmente, indiquant que les interneurones GABAergiques contribuent à 
ralentir l’activité locomotrice (Tegner et Grillner, 1999 ; Tegner et al., 1993 ; Schmitt et 
al., 2002 ; Reith et Sillar, 1999). 
 
3- La formation réticulée chez les mammifères : 
 La formation réticulée médullaire médiane (MRF) est une région du tronc 
cérébral impliquée dans l’initiation de la locomotion (Shefchyk et al., 1984). Des 
stimulations électriques et chimiques de la MRF peuvent induire la locomotion chez le 
chat décérébré, mais le rythme obtenu est moins fiable et régulier que celui évoqué par 
la stimulation de la MLR (Mori et al., 1978; Garcia-Rill et Skinner, 1987a-b; Noga et 
al., 1988; Garcia-Rill et al., 1985). L’utilisation de plusieurs techniques expérimentales 
(électrophysiologiques, de refroidissement et de lésions), a permis de montrer que la 
MRF recevait des afférences de la MLR chez les mammifères. Les neurones de cette 
région réticulaire, envoient des axones vers la substance grise des aires intermédiaire et 
ventrale de la moelle épinière et descend dans le funiculus ventrolatéral (VLF). La 
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MRF reçoit des afférences en provenance du cervelet, du cortex, des ganglions de la 
base, ainsi que de la MLR (Armstrong, 1986). Puisqu'elle projette directement vers la 
moelle épinière et les CPGs, elle constitue le dernier centre d'intégration, avant que les 
commandes locomotrices descendantes passent par le VLF vers les interneurones de la 
moelle épinière (Noga et al., 1991). Chez le chat, la région de la MRF inclut les noyaux 
gigantocellularis et tegmenti reticularis (Noga et al., 1988). Les neurones de la MRF 
impliqués dans l’initiation de la locomotion reçoivent également des projections 
d’autres structures que la MLR, comme le "Dorsal Tegmental Field" et le "Ventral 
Tegmental Field" impliquées dans le contrôle de la posture (Garcia-Rill et Skinner, 
1987a-b; Mori et al., 1992; Mori, 1987). 
 L’application de substances chimiques comme l’acide glutamique, 
l’acétylcholine, et la substance P sur la MRF peut induire la locomotion chez le chat 
mésencéphalique (Noga et al., 1988; Garcia-Rill et Skinner, 1987a). L’application 
d’antagoniste des récepteurs GABAA sur la MRF, réduit le seuil de déclenchement de la 
locomotion par la stimulation électrique, mais n’est pas capable de déclencher la 
locomotion. Ces résultats pharmacologiques démontrent que les neurones de la MRF 
sont directement impliqués dans l'initiation de la locomotion. 
 Les zones locomotrices de la MRF existent aussi chez d'autres espèces comme 
la lamproie (McClellan et Grillner, 1984; McClellan, 1988), les poissons (Livingston et 
Leonard, 1990; Bernau et al., 1991), les oiseaux (Steeves et al., 1987 ; Sholomenko et 





4- Les cellules réticulospinales chez la lamproie : 
 Le CNS de la lamproie possède plusieurs caractéristiques communes avec ceux 
des vertébrés supérieurs, dont les mammifères, mais il est plus simple, et contient 
moins de neurones. La formation réticulée occupe la région médiane du tronc cérébral 
et s’étend du mésencéphale vers la partie caudale du rhombencéphale. Chez la 
lamproie, le tronc cérébral contient des cellules réticulospinales (RS) qui sont des 
neurones projetant directement vers la moelle épinière, et transmettant les commandes 
motrices reçues des centres locomoteurs supérieurs. Il s'agit donc de neurones de 
commande équivalents de la MRF chez les mammifères. De ce fait, ils constituent la 
dernière portion de la voie descendante permettant d'activer les réseaux spinaux de la 
locomotion dans la moelle épinière (Buchanan et Cohen, 1982 ;  McClellan, 1987 ; 
McClellan, 1988; Ohta et Grillner, 1989; Rovainen, 1978 ; Rovainen, 1979b ; Viana Di 
Prisco et al., 1997 ; Viana Di Prisco et al., 2000).  Les travaux de Rovainen (Rovainen, 
1967 ; Rovainen, 1974 ; Rovainen, 1978 ; Rovainen, 1979a-b; Rovainen, 1982) ont été 
les premiers à décrire l'organisation anatomique du CNS, incluant le système 
réticulospinal chez la lamproie. Ils ont servi de base pour établir l'organisation ainsi que 
la physiologie des cellules RS. Les cellules RS sont regroupées dans quatre noyaux 
réticulaires distincts et distribuées de façon symétrique de chaque côté de la ligne 
médiane dans le tronc cérébral. Le groupe le plus rostral est localisé dans le 
mésencéphale, et est appelé noyau réticulaire mésencéphalique (MRN). Il est composé 
d'environ 90 cellules RS de chaque côté du tronc cérébral. Chaque noyau projette vers 
la partie ipsilatérale de la moelle épinière (pour revue, voir Brodin et al., 1988). Les 
cellules du MRN les plus volumineuses projettent jusqu'à l'extrémité caudale de la 
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moelle épinière. Trois autres noyaux réticulaires sont localisés dans le rhombencéphale. 
Le groupe le plus rostral est le noyau réticulaire rhombencéphalique antérieur (ARRN). 
Il contient environ 90 cellules chez la lamproie adulte, dont environ 30% projettent du 
côté controlatéral. Vers le milieu du rhombencéphale, on trouve le noyau réticulaire 
rhombencéphalique moyen (MRRN). Ce noyau contient environ 330 cellules dont 20% 
projettent du côté controlatéral. Cette région contient également les cellules de 
Mauthner qui reçoivent les afférences vestibulaires et envoient des axones vers la partie 
dorsolatérale de la moelle épinière. Dans la partie caudale du rhombencéphale se trouve 
le noyau réticulaire rhombencéphalique postérieur (PRRN). Il est composé d'environ 
730 cellules chez les spécimens adultes, et environ 16 % projettent vers la portion 
controlatérale de la moelle épinière (Rovainen, 1967). 
 Les cellules RS constituent plus de 90 % des projections descendantes vers la 
moelle épinière de la lamproie. Ainsi, elles jouent un rôle essentiel dans l’initiation et la 
modulation de la locomotion. Il a été récemment montré par exemple, que la durée des 
épisodes de nage pouvait être fortement augmentée par les actions des afférences 
sensorielles spinales combinées aux propriétés endogènes des cellules RS (Antri et al., 
2009). Les autres projections descendantes vers la moelle épinière de la lamproie 
prennent origine au niveau des cellules vestibulaires dont les corps cellulaires sont 
localisés dans la partie latérale du rhombencéphale et leur axones projettent ipsi- et 
contro-latéralement vers la moelle épinière. Ces cellules vestibulaires possèdent une 
activité rythmique durant la locomotion chez la lamproie (Bussières et Dubuc, 1992a). 
Leur rôle exact dans l’activité locomotrice n’est pas encore bien connu. Des nouvelles 
études montrent qu’elles pourraient avoir des actions préférentielles sur la partie 
rostrale de la moelle épinière à l’opposé des cellules RS qui agissent tout le long de la 
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moelle épinière. Grâce aux afférences vestibulaires, ces cellules servent également pour 
les ajustements posturaux. (Zelenin et al., 2003 ; Deliagina et al., 1992 ; Bussières et 
Dubuc, 1992b ; Deliagina et Orlovsky, 2002 ; Grillner et al., 1995).  
 Bien plus que de simples relais, les neurones RS jouent également un rôle 
important dans le traitement de la commande locomotrice à destination de la moelle 
épinière. Ainsi par exemple, la durée de la réponse locomotrice après la stimulation de 
la MLR est encodée au niveau des neurones RS. Ces neurones RS expriment en effet 
des propriétés membranaires endogènes telles que les propriétés de plateaux, sous-
tendus par des canaux ioniques de type NMDA et ICAN. Leur activation permet aux 
neurones RS de répondre de façon prolongée, à une courte stimulation de la MLR 
(Antri et al., 2009). En effet, il a été montré que la durée de l'épisode de nage est 
fortement corrélée à la durée d'activation des cellules RS. Les différents noyaux RS 
sont également capables de traduire l'encodage de l'intensité de stimulation. En effet, il 
a été montré que les noyaux MRRN et PRRN étaient recrutés de façon graduelle par la 
stimulation de la MLR (Brocard et Dubuc, 2003). Ainsi, les cellules du MRRN sont les 
premières à être activées lors de stimulations électriques de faibles intensités induisant 
une nage lente. Les neurones RS du PRRN ne sont recrutés que lors de stimulations 
plus intenses et des épisodes de nage rapides (Brocard et Dubuc, 2003; pour revue, voir 
Dubuc et al., 2008).  
 Les cellules RS font partie de la boucle spino-bulbo-spinale qui joue un rôle 
important dans le contrôle de la locomotion (Dubuc et Grillner, 1989 ; Vinay et 
Grillner, 1993). Les cellules RS activent les interneurones spinaux et les motoneurones 
(Rovainen, 1974; Buchanan, 1982; Buchanan et Cohen, 1982; Buchanan et Grillner, 
1987; Ohta et Grillner, 1989), et reçoivent des entrées provenant des réseaux 
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locomoteurs de la moelle épinière (Dubuc et Grillner, 1989; Vinay et Grillner, 1993 ; 
Einum et Buchanan, 2004, 2005, 2006). Une étude récente suggère que les entrées 
spinales vers les cellules RS sont aussi impliquées dans le maintien des dépolarisations 
soutenues dans les cellules RS. En absence des entrées provenant de la moelle épinière, 
les cellules RS sont activées pour une période de temps beaucoup plus courte (<25 s) 
(Antri et al., 2009). La dépolarisation des cellules RS pour une longue période de temps 
permet à la réponse de fuite de la lamproie d’avoir suffisamment le temps pour 
échapper loin du stimulus. Des mécanismes similaires peuvent se produire chez 
d’autres vertébrés, y compris les poissons rouges et les poissons zèbres. Ces espèces 
montrent une forte réaction de fuite en réponse à une stimulation sensorielle impliquant 
le système RS (Eaton et al., 1988 ; Fetcho et Faber, 1988 ; Gahtan et al., 2002). Ceci 
indique que les entrées spinales ne sont pas juste partiellement impliquées, mais elles 
semblent êtres les seules contributrices dans la modulation rythmique de l’activité des 
cellules RS durant la locomotion (Antri et al., 2009). 
 Les cellules RS reçoivent des projections monosynaptiques excitatrices 
cholinergiques nicotiniques provenant de la MLR. L’application locale d’acétylcholine 
ou de la nicotine provoque une excitation concentration-dépendante dans les neurones 
RS, de plus, elle induit et accélère la locomotion fictive (Le Ray et al., 2003).  
 L’application locale d’un agoniste muscarinique sur les cellules RS provoque 
une diminution de leur réponse à la stimulation du nerf trijumeau. Alors que 
l’application d’un antagoniste muscarinique augmente cette réponse. Ceci suggère qu’il 
existe une dépression muscarinique tonique sur les cellules RS. Cette modulation 
muscarinique affecte les récepteur NMDA des cellules RS (Le Ray et al., 2004).  
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 Une autre étude a permis d’identifier un groupe de cellules localisées 
rostralement au PRRN qui avait une immunoréactivité aux récepteurs muscariniques et 
qui reçoivent un input direct de la MLR. L’activation unilatérale de ce groupe 
spécifique de cellules muscariniques, active le circuit qui génère une dépolarisation 
synchrone et soutenue des populations bilatérales de neurones RS (Smetana et al., 
2007 ; 2010). Leur activation amplifie la décharge des neurones RS, et augmente ainsi 
l'intensité des commandes locomotrices descendantes permettant de déclencher la nage. 
Les résultats de ces quatre études (Le Ray et al., 2003, 2004; Smetana et al., 
2007, 2010) proposent que la MLR pourrait envoyer une triple commande 
cholinergique vers les cellules RS. En premier lieu, il y aurait une commande 
excitatrice par l’intermédiaire des récepteurs nicotiniques qui activera le système RS et 
déclenchera des comportements moteurs complexes. Par la suite, il y aurait une 
commande inhibitrice par l’intermédiaire des récepteurs muscariniques qui va réduire la 
transmission sensorielle au niveau des cellules RS. Parallèlement, la MLR fournit une 
commande excitatrice additionnelle permettant d’amplifier l’intensité de l’activité des 
RS via une population de cellules muscarinoceptives, qui projettent vers la formation 
réticulée. Globalement, les entrées cholinergiques vers les cellules RS seront alors 
responsables du changement de l’état des cellules RS d’un réflexe de commande 
locomotrice à une commande locomotrice orientée vers un but.  
 
5- La région locomotrice mésencéphalique chez les mammifères:  
 Chez le chat décérébré, la locomotion peut être initiée en stimulant 
électriquement une région du tronc cérébral, connue sous le nom de MLR (Shik et al., 
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1966a-b). La MLR est un centre intégratif important qui reçoit des informations de 
plusieurs régions du cerveau, incluant les ganglions de la base (Mogenson, 1990), le 
système limbique (Garcia-Rill, 1986) et le cortex frontal (Divac et al., 1978). La 
stimulation électrique de la MLR induit une augmentation du tonus extenseur, suivie 
d'un épisode de marche, après un délai de quelques secondes (Shik et al., 1966a-b). 
Quel que soit le type de locomotion (marche, vol ou nage), la stimulation de la MLR 
est capable d'activer de façon graduelle le patron locomoteur. Par exemple, une 
augmentation de l’intensité de stimulation de la MLR augmente la vitesse de marche 
chez le chat et fait basculer le mode de marche du pas normal, vers le trot, puis le galop 
(Shik et al., 1966a-b).  
 Chez les mammifères, la MLR est constituée de deux noyaux : le noyau 
cunéiforme (CN) et le noyau pédonculopontin (PPN). La stimulation électrique et 
chimique de la MLR induit des épisodes de locomotion (Garcia-Rill et al., 1985; Shik 
et al., 1966a-b) en activant les neurones RS (Garcia-Rill et Skinner, 1987a,b; Orlovsky, 
1970; Steeves et Jordan, 1984). Les mécanismes qui sous-tendent l’activation de la 
MLR suite à l’activation des ganglions de la base sont encore mal connus. Il a été 
proposé que le pallidum ventral et la substance noire réticulaire (SNr) peuvent agir 
d’une façon similaire en inhibant la MLR (Grillner et al., 1998; Takakusaki, 2008). 
Ainsi la locomotion pourrait être le résultat d’une désinhibition de la MLR par le 
pallidum ventral ou la SNr.  
 Dans le tronc cérébral du chat, la région responsable de déclencher de manière 
optimale la locomotion après une stimulation électrique est une région de 2 mm
2
 
localisée en dessous du colliculus inferieur et qui entoure le PPN, l'extrémité caudale 
du CN, et le brachium conjunctivum (Inglis et Winn, 1995; Reese et al., 1995). 
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L’activation du CN chez un chat en marche, augmente la vitesse de la locomotion 
(Sterman et Fairshild, 1966). Chez le rat, l’activation chimique du PPN provoque de 
brefs épisodes de locomotion en comparaison à ceux déclenchés suite à l’activation du 
CN (Garcia-Rill et al., 1985, 1990). Ainsi le CN était considéré comme étant le site le 
plus efficace pour déclencher la locomotion (pour revue, voir Grillner et al., 1997). 
 Plusieurs études ont essayé de connaître le rôle spécifique du CN et du PPN 
dans le contrôle de la locomotion. Puisque la locomotion est fortement modulée par son 
contexte comportemental, il a été suggéré que la MLR pourrait être subdivisée en 
différents modules qui seront activés d’une manière dépendante du contexte 
(Sinnamon, 1993). Des études proposent que la MLR provoque la locomotion dans 
trois contextes différents, et de là elle pourrait être divisée en trois régions 
fonctionnelles : le système exploratoire, le système appétitif, et le système défensif 
(Sinnamon, 1993). Ce concept organisationnel était supporté par plusieurs expériences. 
Par exemple, la stimulation du CN chez le chat et le rat provoque un comportement 
locomoteur de fuite (Depoortere et al., 1990a,b; Mori et al., 1989; Sirota et Shik, 1973). 
L’injection d’un antagoniste GABAergique dans la MLR induit une locomotion reliée à 
l’effarouchement (Ebert et Ostwald, 1991; Garcia-Rill et al., 1990). Il a été proposé que 
le PPN est subdivisé en deux compartiments, ventral et dorsal (Milner et Mogensen, 
1988). La partie dorsale du PPN ferait partie de la MLR comme étant une région de 
contrôle locomoteur, alors que la partie ventrale comprendrait un système de tonus 
musculaire inhibiteur (Takakusaki, 2003). 
 La MLR ne projette pas directement vers la moelle épinière, elle active les 
cellules RS du rhombencéphale, qui à leur tour vont activer les réseaux locomoteurs 
dans la moelle épinière (Garcia-Rill, 1991; Garcia-Rill et Skinner, 1987a,b; Grillner, 
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1981; pour revue, voir Rossignol, 1996). Après sa première découverte chez le chat 
(Shik et al. 1966a-b), la MLR a aussi été découverte chez d’autres vertébrés comme le 
rat (Skinner et Garcia-Rill, 1984), la pastenague (Berneau et al., 1991), le cochon 
d’inde (Marlinsky et Voitenko, 1991), la lamproie (Sirota et al., 2000), la salamandre 
(Cabelguen et al., 2003) et le lapin (Musienko et al., 2008).  
 La MLR peut également contrôler plusieurs modes de locomotion chez le même 
animal. Chez la salamandre une stimulation électrique de la MLR déclenche la 
locomotion de type marche, par des mouvements rythmiques des membres 
accompagnés d'ondulations rythmiques du corps. En augmentant l’intensité de la 
stimulation, la fréquence de la marche augmente, jusqu'à un certain seuil où les quatre 
membres seront plaqués le long du corps, tandis que les ondulations du corps seront de 
plus en plus amples. Ceci correspond au patron locomoteur de nage chez cet animal. 
Ces résultats montrent que la salamandre possède une MLR qui contrôle deux patrons 
de locomotion distincts, et le changement d'un mode vers l'autre dépend de l’intensité 
de son activation (Frolich et Biewener, 1992 ; Delvolvé et al., 1997 ; Cabelguen et al., 
2003). Des études computationnelles en utilisant un robot salamandre appuient ces 
résultats, en prédisant que les centres oscillatoires contrôlant les membres possèdent 
une fréquence intrinsèque plus basse que les centres oscillatoires contrôlant les 
mouvements axiaux (Ijspeert et al., 2007).  
 
6- La région locomotrice mésencéphalique chez la lamproie : 
 Les travaux effectués dans le laboratoire du Dr. Dubuc depuis une décennie ont 
permis de bien localiser et caractériser les fonctions de la MLR chez la lamproie (Sirota 
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et al., 2000). Il s'agit d'une région située sur la bordure méso-pontine, proche du 
ventricule mésencéphalique, dont la stimulation électrique ou chimique induit la nage 
(Brocard et Dubuc, 2003; Brocard et al., 2005, 2010; Le Ray et al., 2003; Sirota et al., 
2000; Smetana et al., 2010). L’intensité de la nage, exprimée par la force des 
contractions musculaires, la fréquence ainsi que l’amplitude du déplacement latéral de 
la queue augmentent avec l’intensité et la fréquence de stimulation de la MLR. 
 La région la plus optimale pour provoquer la locomotion contient un groupe de 
cellules cholinergiques proches d’une grande cellule RS, I1. Cette région correspond au 
pole caudal du noyau tegmental latérodorsal (LDT). L’augmentation de l’intensité de la 
stimulation de la MLR provoque une nage de plus en plus rapide avec des plus grandes 
amplitudes (Sirota et al., 2000).  
 Il existe une importante composante cholinergique de la MLR vers les neurones 
RS. En effet, la MLR contient des neurones immunoréactifs à l'enzyme de synthèse de 
l'acétylcholine (Choline Acétyltransférase). L’application locale sur la MLR 
d'acétylcholine ou de nicotine produit une excitation directe concentration-dépendante 
dans les neurones RS et induit des épisodes de locomotion active ou fictive, et accélère 
également la locomotion fictive en cours (Le Ray et al., 2003). L’application d’un 
antagoniste nicotinique sur la MLR réduit l’amplitude des réponses synaptiques 
excitatrices dans les cellules RS déclenchées par la stimulation de la MLR, alors que les 
agonistes nicotiniques et muscariniques ont un effet inverse. La connexion 
cholinergique de la MLR vers les neurones RS est monosynaptique. Ainsi, les 
projections cholinergiques de la MLR vers les cellules RS jouent un rôle important 




 La symétrie de la réponse des cellules RS de la MLR a été récemment étudiée 
dans le laboratoire du Dr. Dubuc (Brocard et al., 2010). Ces expériences montrent que 
chaque MLR projette aux cellules RS d’une façon monosynaptique, et 
fonctionnellement symétrique vers ces cellules. Pendant une période de locomotion, le 
patron de décharge est similaire entre deux cellules RS homologues situées de part et 
d'autre de la ligne médiane. Ces résultats sont soutenus par des données anatomiques 
qui confirment que les projections de la MLR vers les cellules RS sont bilatérales, et 
s’entremêlent. 
 Des cellules muscariniques sont aussi impliquées dans cette activation de la 
locomotion. L’application d’un agoniste ou d’un antagoniste muscarinique sur les 
cellules RS ou sur la région de relais trigéminale, provoque la suppression ou la 
potentialisation, respectivement, de la transmission à ce niveau (Le Ray et al., 2004).  
 Les neuromodulateurs, comme les amines et les peptides, jouent un rôle 
important dans l’adaptation des mouvements locomoteurs. Au niveau de la moelle 
épinière, la substance P (une tachykinine qui régule la locomotion en agissant sur 
différents niveaux du CNS (Harris-Warrick and Marder 1991; Katz 1995; Marder and 
Thirumalai 2002), augmente et stabilise le rythme locomoteur chez les rats (Barthe and 
Clarac 1997). Les mêmes observations ont été faites chez les lamproies (Parker et al. 
1998). Par ailleurs, la substance P peut initier la locomotion lorsqu’elle est injectée sur 
le tronc cérébral des mammifères. Chez les lamproies, l’injection de la substance P sur 
le tronc cérébral provoque des épisodes de locomotion. En injectant cette substance sur 
la MLR, le seuil qui déclenche la locomotion suite à la stimulation de cette région 
diminue, et la réponse post-synaptique des cellules RS augmente aussi. Ces résultats 
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montrent que la substance P joue un rôle de neuromodulateur sur le réseau locomoteur 
du tronc cérébral de la lamproie (Brocard et al., 2005). 
 L’injection d’un antagoniste GABAergique, la gabazine, sur la MLR, provoque 
aussi la locomotion dans une préparation semi-intacte de lamproie, suggérant que la 
MLR des lamproies est sous un contrôle inhibiteur tonique. Des neurones doublement 
marqués, ont été trouvés dans les régions du cerveau antérieur incluant les ganglions de 
la base. Les résultats physiologiques indiquent que les neurones GABAergiques qui 
projettent vers la MLR modulent l’activité des neurones de cette région, qui pourront 
être inhibés par la GABA au repos (Ménard et al., 2007). 
 
7- La région locomotrice diencéphalique chez la lamproie: 
 En plus de la MLR, il existe chez la lamproie, une région du diencéphale qui 
initie l’activité locomotrice, et contrôle son intensité. Elle a été nommée la région 
locomotrice diencéphalique (DLR; El Manira et al., 1997). Localisée dans la partie 
ventrale du thalamus, la DLR envoie des projections directes aux neurones RS dans le 
rhombencéphale. Ces projections impliquent principalement des synapses 
glutamatergiques monosynaptiques. La stimulation de la DLR induit une activation 
rythmique des cellules RS et des bouffées rythmiques dans les racines ventrales de la 
moelle épinière. La DLR reçoit des projections de diverses origines, dont le bulbe 
olfactif, les régions palliales, le striatum, la région du noyau préoptique, 
l’hypothalamus, le thalamus dorsal, ainsi que le tectum optique (El Manira et al., 1997). 
Cependant, le patron de recrutement des neurones RS en réponse à la stimulation de la 
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DLR reste inconnu, on ne sait pas exactement dans quels contextes comportementaux 





L’objectif de cette étude était de déterminer si l’ensemble des cellules des 
quatre noyaux réticulospinaux répondent à la stimulation des différents relais olfacto-
locomoteurs préalablement identifiés. 
Le cerveau de lamproie permet aussi la réalisation d’expériences de marquage 
calcique grâce à la capacité de migration relativement rapide des marqueurs dans ses 
structures cérébrales (pour revue, voir Buchanan 2001). De plus, la préparation de 
cerveau isolé de lamproie, développée dans le laboratoire, possède une capacité de 
survie d’une journée ou deux. Nous avons utilisé cet avantage pour réaliser des 
expériences d’imagerie calcique nécessitant une période de migration des marqueurs 
de plusieurs heures. 
Sur une préparation in vitro de cerveau de lamproie, nous avons étudié par la 
technique d’imagerie calcique, la réponse de l’ensemble des populations de neurones 
RS à une stimulation du système olfactif. Cette approche expérimentale permet de 
mesurer les variations du niveau de calcium intracellulaire de façon générale en lien 
avec l’activation cellulaire. Ainsi nous avons pu observer simultanément l’activité de 
l’ensemble des populations de neurones RS qui se retrouvent dans les quatre noyaux 
réticulaires.  
Durant les expériences d’électrophysiologie et d’imagerie calcique, les 
cellules RS avaient un faible taux de réponses aux stimulations olfactives. Ceci 
pourrait être expliqué par l’existence d’un mécanisme de dépression modulatrice de 
la voie olfacto-locomotrice. Par conséquent, l’identification des territoires du bulbe 
olfactif par des techniques d’électrophysiologie était essentielle pour connaitre la 
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région précise par laquelle les informations olfactives passent avant d’être transmises 
aux cellules RS. Par la suite, l’utilisation d’un antagoniste des récepteurs GABAA a 
été nécessaire pour étudier l’effet du GABA, le principal neurotransmetteur dans le 
bulbe olfactif, sur la transmission des signaux olfactifs de type phéromonal sur 




MATÉRIEL ET MÉTHODES  
Les expériences ont été réalisées sur des lamproies marines Petromyzon 
marinus au stade larvaire. Toutes les manipulations expérimentales sont conformes 
aux directives du Conseil Canadien de Protection des Animaux (CCPA) et sont 
approuvées par le Comité d’Éthique de l’Utilisation des animaux de l’Université de 
Montréal. Les animaux principalement pêchés dans les ruisseaux du Québec, sont 
conservés dans des aquariums à une température de 8°C. Les lamproies ont été 
anesthésiées au méthanesulphonate de tricaïne (MS-222, 100 mg/L), puis rapidement 
décapitées au niveau de la cinquième paire de pores branchiaux. Elles sont ensuite 
disséquées de façon à garder une préparation avec la muqueuse olfactive intacte, 
attachée au système nerveux central. La partie dorsale de la muqueuse olfactive était 
enlevée de façon à exposer la cavité nasale, et faciliter le flux de la solution de Ringer 
au dessus de l’épithélium olfactif. L'appareil branchial et la musculature myotomale 
ont été enlevés, avec l'ensemble des tissus mous attachés à la partie ventrale du crâne. 
Une incision dorsale a été faite pour exposer la moelle épinière rostrale, le tronc 
cérébral, et le cerveau antérieur. La chirurgie est réalisée dans une solution de Ringer 
oxygénée, maintenue à une température de 4°C. La composition du Ringer est la 
suivante : 30 mM NaCl, 2,1 mM KCl, 2,6 mM CaCl2,
 
1,8 mM MgCl2, 4 mM HEPES, 
4 mM dextrose et 1 mM NaHCO3, et le pH est ajusté à 7,4 avec une solution de 






Imagerie calcique:  
Ce marquage a pour but de marquer de manière rétrograde les corps 
cellulaires des neurones RS, qui projettent dans la moelle épinière. Une technique 
d’imagerie calcique est par la suite réalisée sur les neurones RS rétro-marqués. La 
préparation fraichement disséquée est fixée, face dorsale vers haut, sur un bloc de 
sylgard. La moelle épinière est ensuite sectionnée au niveau du premier ou deuxième 
segment à l’aide de ciseaux fins. Des cristaux de marqueurs fluorescents (Calcium 
Green 3000 MW) sont ensuite placés au niveau de la lésion pendant 20 minutes afin 
de marquer les axones des cellules RS. Ces cristaux fluorescents vont ainsi migrer 
rétrogradement le long des axones, et remplir l’ensemble des corps cellulaires des 
neurones RS correspondants. L’excédant de marqueur est rincé puis la préparation est 
placée dans un bain d’incubation perfusé, oxygéné et refroidi pendant 24 à 48 heures. 
Les préparations sont observées 12 heures après le marquage afin de contrôler la 
progression de la migration. Les cerveaux non marqués ou trop faiblement marqués à 
ce stade ont été exclus des expériences.  
 Après 24 à 48 heures, les préparations sont transférées et fixées dans une cuve 
d’enregistrement perfusée avec une solution de Ringer oxygénée et refroidie. Une 
électrode de stimulation en tungstène est placée sur le nerf olfactif, le bulbe olfactif 
ou le tubercule postérieur.  
 En présence du Calcium Green, une activation électrique des cellules 
marquées, provoque une augmentation du calcium intracellulaire qui à son tour, 
augmentera l’intensité de la fluorescence avec un pic s’approchant de 532 nm. Le 
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signal optique produit par le calcium green possède une résolution adéquate pour 
enregistrer l'activité rythmique en cours (McPherson et al., 1997). 
 L’enregistrement de la fluorescence est réalisé grâce à un microscope Nikon à 
une fréquence d’acquisition de 2 images par seconde, en utilisant le logiciel 
Métafluor. Les sites d’enregistrement (corps cellulaires des neurones RS) sont 
identifiés à l’écran puis les réponses calciques sont enregistrées comme étant le 
rapport de la variation de la fluorescence sur la fluorescence basale ΔF/F (%). 
L’analyse des résultats a été réalisée avec les logiciels Métafluor Analyst et Clampfit. 
Les préparations qui ne répondaient à aucune stimulation du tubercule postérieur, de 
la MLR ou en réponse à la perfusion de glutamate (10-15 µM) dans la cuve 
d’enregistrement, étaient exclus de l’étude. 
 
Électrophysiologie: 
La préparation a été mise en place tout en exposant la face dorsale du cerveau 
dans une cuve d'enregistrement perfusée par une solution de Ringer froide oxygénée à 
un taux d'environ 4ml/min. Cette préparation a été mise au repos pour une 
récupération post- opérationnelle pour un minimum d’une heure avant 
l’enregistrement physiologique. 
 Des microélectrodes de verre, remplies d’une solution d'acétate de potassium 
4M (80-130 MΩ) ont été utilisées pour l’enregistrement intracellulaire des neurones 
RS du MRRN et du PRRN. Ces neurones étaient visualisés à l’aide d’un microscope 
binoculaire. L’acquisition du signal électrique a été réalisée à l’aide d’un système 
Digidata 1200 couplé à un amplificateur de type Axoclamp 2A et stocké sur un 
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ordinateur à l’aide du logiciel Clampex. Seuls les neurones RS qui avaient un 
potentiel membranaire stable et en dessous de -70mV pendant au moins 15 min ont 
été considérés pour cette étude.  
 Le nerf ou le bulbe olfactif et le tubercule postérieur ont été stimulés 
électriquement par une microélectrode de tungstène enrobée de verre commandée par 
un micro-stimulateur programmable. La stimulation était appliquée chaque 10 s par 
train de 1 à 3 pulses d’une durée de 1-2 ms et d’intensités variant 1 à 100 μA. Les 
réponses synaptiques des neurones RS ont été représentées sous la forme de la 
moyenne de 8 réponses consécutives pour la même stimulation. 
 
Analyse des données et analyse statistique: 
 
 Les tracés électrophysiologiques ont été analysés avec Clampfit v9. L’aire des 
cellules enregistrées en imagerie calcique a été calculée à l’aide du logiciel imageJ. 
L’ensemble des résultats a été stocké sur un tableur (Excel). Les études statistiques 
ont été réalisées avec le logiciel Sigmastat 3.5. Les échantillons dépendants ont été 
analysés avec le paired t-test (paramétrique) ou le Wilcoxon signed rank test (non 
paramétrique). Parfois, un test de corrélation (Spearman rank order correlation test) 
a été utilisé pour déterminer des relations entre les variables mesurées. Le critère de 
significativité a été fixé arbitrairement à p < 0.05. Les résultats représentent la 







Pour les éjections locales de drogues comme le glutamate, les antagonistes des 
récepteurs glutamatergiques (AP5 et CNQX) et GABAergiques (Gabazine), le 
colorant inactif Fast Green a été ajouté à la solution pour surveiller l’étendue des 
injections. Ces drogues ont été appliquées à l’aide d’un micro-injecteur de type 
Picospritzer (Parker instruments, NJ, USA), en utilisant des micropipettes en verre. 
Une autre solution contenant un mélange de Ringer et de colorant Fast Green a été 
injectée au même endroit que les drogues utilisées dans cette étude. Ces injections été 
utilisées comme contrôle durant chaque expérience. Tous les produits chimiques ont 







Dans un premier temps, nous avons marqué de façon rétrograde les neurones 
RS au Calcium Green. Ensuite nous avons enregistré la variation de la fluorescence 
dans les cellules RS du MRRN, lors de la stimulation du nerf olfactif. Le marquage 
au Calcium Green nous a permis d’enregistrer simultanément l’activité de 20 à 50 
cellules du MRRN, dont les corps cellulaires étaient de petit ou de gros diamètre. La 
réponse des cellules RS du MRRN a été observée sur 4 préparations. La stimulation 
du nerf olfactif (10 à 20 µA) a induit une augmentation simultanée de la fluorescence 
au niveau de l’ensemble des cellules RS enregistrées dans le MRRN (Fig. 3).  
 Dans la figure 3A, un schéma du dispositif expérimental montre une 
préparation de cerveau isolé de lamproie ainsi que la région enregistrée (les cellules 
du MRRN). Les neurones identifiés sont montrés dans la photo en pseudocouleur sur 
la figure 3B. Le graphique de l’augmentation de la fluorescence (Fig. 3C) montre la 
réponse de 44 cellules identifiables du MRRN, incluant des cellules de gros et de 
petits diamètres. Cette augmentation est généralement comprise entre 10 et 20% de 
ΔF/F.  
 Nous avons observé que l’intensité de la réponse variait d’une cellule à l’autre 
ainsi que d’une préparation à l’autre. Nous avons analysé les relations entre 
l’intensité de la réponse en fluorescence et l’aire des neurones RS, et nous n’avons 
trouvé aucune corrélation significative (100 cellules, réparties sur deux préparations p 
> 0.05, Spearman rank order correlation test). Ceci signifie donc que l’intensité de la 





Figure 3: Réponse calcique bilatérale des cellules réticulospinales du MRRN à la 
stimulation unilatérale du nerf olfactif. La stimulation du nerf olfactif (10-20 µA, 
10 Hz) induit des réponses calciques dans toutes les cellules RS identifiables du 
MRRN. A : Illustration de la préparation cerveau/moelle épinière isolés. La position 
de l’électrode de stimulation sur le nerf olfactif est indiquée. Les réponses calciques 
de 44 neurones RS du MRRN obtenues sur le même cerveau ont été mesurées. B : 
Photomicrographie en pseudocouleur montrant la fluorescence au niveau du MRRN 
avant la stimulation. C : Tracés illustrant les réponses des neurones RS identifiés sur 





Nous avons ensuite voulu savoir si l’activation d’un seul nerf olfactif activait 
préférentiellement les cellules du MRRN du côté ipsilatéral à la stimulation. Nous 
avons analysé et comparé l’intensité de la réponse de 3 types de neurones identifiés 
visuellement : les cellules B1, B3 et B4 de Müller du côté ipsilatéral à la stimulation, 
ainsi que leurs homologues controlatéraux. Deux paramètres ont été étudiés : 
l’intensité maximale de la réponse en variation de la fluorescence (en %ΔF/F), et la 
valeur de la surface sous la courbe de la réponse (en %ΔF/F.s) qui intègre une 
 L’intensité de la réponse varie d’une cellule à l’autre ainsi que d’une 
préparation à l’autre. Ainsi les neurones B1 ipsilatéraux ont une amplitude moyenne 
de 17.6 ± 0.8 %ΔF/F, tandis que l’aire sous la courbe en %ΔF/F.s est de 7.2 ± 5.2. 
Pour les cellules B3 ipsilatérales l’amplitude moyenne est de 10.7 ± 6.7 %ΔF/F alors 
que l’aire sous la courbe est de 2.5 ± 0.2 %ΔF/F.s. Les cellules B4 du même côté ont 
une amplitude moyenne de 14.9 ± 1.3 %ΔF/F et l’aire sous la courbe est de 6.4 ± 4.5 
%ΔF/F.s. Les neurones B1, B3 et B4 controlatéraux ont respectivement des 
amplitudes moyennes de 12.1 ± 8.8, 10.4 ± 6.6, et 10.2 ± 4.4 %ΔF/F et des surfaces 
sous la courbe de 2.6 ± 0.2, 2.4 ± 0.3 et 2.2 ± 0.7 %ΔF/F.s. Ainsi, il n’y a pas de 
différence significative de l’intensité de la réponse des cellules RS du MRRN, entre 
les côtés ipsi- et contro-latéraux lorsqu’on stimule le nerf olfactif unilatéralement, 
tant au niveau de l’amplitude maximale de la réponse (p = 0.6, Wilcoxon signed rank 
test, n= 6 cellules provenant de 2 animaux) que pour l’aire sous la courbe de la 
réponse (p = 0.3, Wilcoxon signed rank test, n= 6 cellules provenant de 2 animaux).  
 Les travaux préalablement menés au laboratoire avaient montré que le premier 
relai de la voie olfacto-locomotrice était situé dans la partie médiane du bulbe 
olfactif. Nous avons ensuite voulu savoir si la stimulation de cette partie du bulbe 
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olfactif était capable d’activer l’ensemble des neurones du MRRN (Fig. 4). Nous 
avons donc utilisé la même technique d’approche par imagerie calcique par 
fluorescence précédemment décrite. Nous avons observé que la stimulation de la 
partie médiane du bulbe olfactif, induisait une augmentation de la fluorescence sur 
l’ensemble des neurones du MRRN identifiés (n = 5 préparations). L’amplitude 
maximale des réponses enregistrées fluctuait entre 6 et 9 %ΔF/F pour des intensités 
de stimulation comprises entre 10 et 20 µA. Le schéma de la figure 4A illustre le 
dispositif expérimental d’une préparation de cerveau isolé de lamproie ainsi que la 
région enregistrée (les cellules du MRRN). Les neurones identifiés sont montrés dans 
la photo en pseudocouleur sur la figure 4B. Le graphique de l’augmentation de la 
fluorescence (Fig. 4C), montre 9 neurones RS du MRRN d’un même cerveau. 
Comme lors de la stimulation du nerf olfactif, nous avons observé une relative 
synchronisation dans l’activité de l’ensemble des neurones RS du MRRN en réponse 
à une stimulation unilatérale du bulbe olfactif. 
Nous avons ensuite comparé les réponses de quelques neurones RS entre les 
côtés ipsi- et contro-latéraux afin de déterminer si la stimulation unilatérale du bulbe 
olfactif activait préférentiellement les neurones RS du côté ipsilatéral à la stimulation. 
Ainsi les cellules B1 expriment une augmentation maximale de fluorescence de 7.2 ± 
2.8 %ΔF/F du côté ipsilatéral et la surface sous la courbe de leur réponse est de 1.3 ± 
0.5 %ΔF/F.s. Du côté controlatéral l’augmentation maximale de la fluorescence est 
de 9.0 ± 2.2 %ΔF/F avec une surface sous la courbe de 1.6 ± 0.2 %ΔF/F.s. Les 
cellules B3 expriment une augmentation de fluorescence de 6.7 ± 2.7% de %ΔF/F du 




Figure 4: Réponse calcique bilatérale des cellules réticulospinales du MRRN à la 
stimulation unilatérale du bulbe olfactif. La stimulation du bulbe olfactif (10 µA, 
10 Hz) induit des réponses calciques dans les cellules RS du MRRN. La stimulation 
de la partie médiane du bulbe olfactif produit un patron d’activation des cellules RS 
similaire à celui induit par la stimulation du nerf olfactif. A : La position de 
l’électrode de stimulation dans le bulbe olfactif est indiquée sur cette représentation 
de la préparation cerveau/moelle-épinière isolés. Les réponses calciques ont été 
mesurées dans 9 neurones RS du MRRN dans un même cerveau. B : 
Photomicrographie en pseudocouleur montrant la fluorescence au niveau du MRRN 
avant la stimulation électrique. C : Tracés illustrant les réponses des neurones RS 




Du côté controlatéral l’augmentation de la fluorescence est de 7.3 ± 1.7 
%ΔF/F et une surface sous la courbe de 1.2 ± 0.1 %ΔF/F.s. Les cellules B4 expriment 
une augmentation maximale de fluorescence de 6.7 ± 2.6 %ΔF/F du coté ipsilateral et 
une surface sous la courbe de 1.3 ± 0.6 %ΔF/F.s. Du côté controlatéral 
l’augmentation de la fluorescence est de 6.7 ± 1.2 %ΔF/F et une surface sous la 
courbe de 1.1 ± 0.1 %ΔF/F.s. Lorsqu’elles sont comparées entre le côté ipsilatéral et 
controlatéral à la stimulation, les réponses des cellules RS du MRRN ne sont pas 
significativement différentes tant pour l’amplitude maximale (p = 0.7, paired t-test, n 
= 15 cellules provenant de 5 préparations) que pour l’aire sous la courbe de la 
réponse p = 0.9, paired t-test, n= 15 cellules). Ces résultats montrent que la 
stimulation de la partie médiane du bulbe olfactif induit des réponses bilatérales, 
symétriques dans le MRRN et que l’ensemble des cellules du MRRN pouvait 
répondre à la stimulation du bulbe olfactif.  
Nous avons ensuite cherché à déterminer dans la structure en amont du 
tubercule postérieur (la partie médiane du bulbe olfactif) une cartographie ainsi 
qu’une caractérisation plus précise du glomérule qui projette vers le tubercule 
postérieur. Nous avons utilisé une approche électrophysiologique en enregistrant, en 
intracellulaire, les neurones RS du MRRN pendant la stimulation des différentes 
régions du bulbe olfactif (Fig. 5), et comparé les réponses observées par rapport à 
celles induites par la stimulation du nerf olfactif chez le même animal.  
 Nous avons subdivisé le bulbe olfactif en plusieurs secteurs. La stimulation de 
la partie médiane (Fig. 5A, 5B-2) était capable d’induire une réponse synaptique 
similaire à celle induite par la stimulation du nerf olfactif (Fig. 5A, 5B-1) dans les 








Figure 5 : Identification des territoires du bulbe olfactif impliqués dans la 
transmission des entrées olfactives aux cellules RS du MRRN. A : Représentation 
des différentes positions de la microélectrode de stimulation sur le bulbe olfactif. B1 : 
Réponse intracellulaire d’une cellule du MRRN à une stimulation de 15 µA du nerf 
olfactif. B2-4 : Réponse intracellulaire de la même cellule à la stimulation des 
différentes régions du bulbe olfactif. Notez que les réponses sont absentes lors la 
stimulation de la partie latérale du bulbe olfactif. C : Cartographie du seuil de 
l’intensité relative de la stimulation nécessaire pour évoquer des réponses synaptiques 
dans les cellules RS du MRRN. Les valeurs de seuil sont exprimées par rapport à 
l’intensité seuil qui provoque une réponse dans ces mêmes cellules suite à la 
stimulation du nerf olfactif (n = 5). Notez que seule la partie médiane du bulbe 





olfactif ne produisaient aucune réponse dans les neurones RS enregistrés. Si une 
réponse synaptique était présente, son amplitude n’excédait jamais 1 mV. 
 Pour confirmer que la partie médiane du bulbe olfactif est un relai important 
des informations olfactives vers le système locomoteur, nous avons mesuré l’intensité 
relative du courant nécessaire pour déclencher une réponse RS en stimulant le bulbe 
olfactif, par rapport à celle du nerf olfactif chez le même animal. La stimulation du 
nerf olfactif induit en effet une réponse détectable dans les RS pour des valeurs seuils 
de 4.2 ± 1.0 µA, tandis que la stimulation de la partie médiane du bulbe déclenche 
une réponse synaptique dans les RS à partir de 12.4 ± 5.0 µA. Le rapport moyen entre 
les intensités seuils du nerf olfactif et de la région médiane du bulbe olfactif est 
d’environ 4 (n = 5 préparations). La stimulation des régions plus latérales du bulbe 
olfactif (Fig. 5A, 5B-3 et 5B-4) n’induisait qu’une réponse synaptique très faible, ou 
absente dans les cellules RS. A titre de comparaison, une stimulation de 30 µA dans 
la partie médiane du bulbe olfactif induit des PPSEs d’environ 2.1 ± 0.3 mV dans les 
neurones RS, alors que la même intensité appliquée dans la partie latérale induisait 
une réponse très significativement plus faible (0.6 ± 0.2 mV ; p<0.001 ; paired t-test, 
n = 13 animaux). Dans la plupart des cas, même une stimulation de 50 µA (12 fois 
l’intensité seuil de stimulation du nerf olfactif déclenchant une réponse dans les RS) 
n’induisait pas de réponse dans les neurones RS du MRRN (Fig. 5C). Nous avons 
ensuite voulu déterminer si les informations olfactives issues du nerf olfactif 
transitaient par un relai synaptique au niveau de la partie médiane du bulbe olfactif. Il 
avait été démontré au sein du laboratoire que l’injection de glutamate au niveau du 
bulbe olfactif déclenchait un épisode locomoteur, et que l’injection d’antagonistes des 
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récepteurs glutamatergiques sur l’ensemble du bulbe bloquait les réponses des 
cellules RS à la stimulation du nerf olfactif (Derjean et al., 2010).   
 
 
Figure 6 : La partie médiane du bulbe olfactif relaie les réponses dans les cellules 
RS du MRRN. A: Exemple d’enregistrement de la réponse d’un neurone RS du 
MRRN à la stimulation du nerf olfactif (30 µA, 10 Hz) avant (A1) et après une 
injection locale d’un mélange d’AP5 et de CNQX de la partie médiane du bulbe 
olfactif (A2). Les réponses excitatrices réapparaisent après lavage du cocktail 
pharmacologique (A3). B : Représentation schématique de la stimulation du nerf 
olfactif et des sites d’injections locales du mélange d’AP5 et de CNQX dans le bulbe 
olfactif. C : Amplitude moyenne des réponses des neurones RS suite à la stimulation 
du nerf olfactif avant (gris) et après injections locales du mélange d’AP5 et de CNQX 
dans la partie médiane (rouge), et la partie latérale (vert) du bulbe olfactif (* p< 0.05 
versus témoin, paired t-test).   
71 
 
Nous avons donc caractérisé les effets de l’injection d’un mélange d’antagonistes des 
récepteurs glutamatergiques dans les différentes régions du bulbe olfactif sur la 
réponse électrophysiologique des cellules RS à la stimulation du nerf olfactif. Nous 
avons trouvé que le mélange d’AP5 (10 mM) et de CNQX (1 mM) était capable 
d’inhiber la réponse RS à la stimulation du nerf olfactif uniquement lorsque 
l’injection est réalisée dans la partie médiane du bulbe olfactif (Fig. 6). Ainsi une 
injection dans le bulbe olfactif médian diminue la réponse des neurones RS à une 
stimulation de 30 µA du nerf olfactif de 2.0 ± 0.4 mV à 0.2 ± 0.07 mV (n = 4; p = 
0.0027, paired t-test; Fig. 6-1 et A-2, 6C). Par contre, une injection d’antagonistes 
glutamatergiques dans les parties latérales du bulbe olfactif ne modifie pas de façon 
significative la réponse synaptique des RS à la stimulation du nerf olfactif (1.9 ± 0.3 
mV ; n = 4 ; p = 0.8526, paired t-test, Fig. 6C). L’ensemble de ces résultats 
confirment donc le rôle essentiel de la partie médiane du bulbe olfactif dans la 
transformation d’une information olfactive en commande motrice.  
Le tubercule postérieur est la principale cible de projection des cellules 
mitrales du bulbe olfactif médian (Derjean et al., 2010). Il s’agit d’une structure 
projetant vers la MLR (Ménard et al., 2007). Cette structure est indispensable dans la 
transformation olfacto-locomotrice, dans la mesure où son inhibition par des 
antagonistes glutamatergiques bloque les réponses RS à la stimulation du nerf olfactif 
(Derjean et al., 2010). Au cours de ma maîtrise, nous avons voulu savoir si la 
stimulation du tubercule postérieur était capable d’activer les neurones du MRRN. 
Nous avons placé une électrode de stimulation sur le tubercule postérieur, puis 












Figure 7 : Réponse électrique d’un neurone du MRRN à la stimulation du 
tubercule postérieur. A : Représentation de la préparation cerveau/moelle épinière 
isolés, incluant la position de l’électrode de stimulation dans le tubercule postérieur et 
une électrode d’enregistrement intracellulaire au niveau du MRRN. B : Réponse 
électrique d’un neurone du MRRN induite par la stimulation électrique du tubercule 






uniques ou à des trains de stimulation (Fig. 7). L’enregistrement intracellulaire de 
l’activité d’une cellule RS du MRRN en réponse à la stimulation du tubercule 
postérieur (Fig. 7B), montre que cette région induit des réponses excitatrices dans les 
neurones RS. De plus, lorsqu’on augmente l’intensité de stimulations en choc unique 
de 2 à 5 µA, l’amplitude du PPSE dans le neurone RS est accrue (Fig. 7B-1 et 7B-2). 
Un train de 7 stimulations de 10 µA à 5 Hz provoque des longues dépolarisations 
soutenues d’environ 70 secondes dans la même cellule RS (Fig. 7B-3). Cette activité 
soutenue a été préalablement montrée comme étant nécessaire pour produire la nage 
(Viana Di Prisco et al., 1997). L’amplitude de la réponse intracellulaire des neurones 
RS était proportionnelle à l’intensité de la stimulation du tubercule postérieur. 
Nous avons voulu déterminer ensuite si l’activation du tubercule postérieur 
était capable d’activer une population de neurones, et si les quatre noyaux RS peuvent 
être activés par la stimulation du tubercule postérieur. L’utilisation de la technique 
d’imagerie calcique a permis de montrer que la stimulation du tubercule postérieur 
(10 à 20 µA à 10 Hz) déclenche une réponse dans toutes les populations de neurones 
des quatre noyaux RS : MRN, ARRN, MRRN et PRRN (Fig. 8).  
Dans le MRN, la stimulation du tubercule postérieur induit une réponse dont 
l’amplitude maximale est de 2.8 ± 0.3 %ΔF/F et la moyenne de la surface mesurée est 
de 28.7 ± 4.8 %ΔF/F.s pour 24 cellules enregistrées sur 5 animaux différents (Fig. 8-
1).  
Dans les cellules de l’ARRN, les réponses observées ont une amplitude 
maximale moyenne de 5.9±5.3 %ΔF/F et une surface moyenne sous la courbe de leur 






Figure 8 : Réponse calcique induite dans les quatre noyaux réticulaires suite à la 
stimulation du tubercule postérieur. Les noyaux réticulaires de la lamproie sont 
illustrés sur le schéma du tronc cérébral au centre. La position de l’électrode de 
stimulation dans le tubercule postérieur est illustrée. Toutes les cellules RS 
identifiables dans les quatre noyaux réticulaires du MRN (1), de l’ARRN (2), du 
MRRN (3) et du PRRN (4) montrent des réponses calciques suite à la stimulation du 
tubercule postérieur (train de 10 s à 10 µA à 10 Hz). 
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Les neurones du MRRN ont également été activés massivement par la 
stimulation du tubercule postérieur. En effet les 74 cellules identifiées ont toutes été 
activées par la stimulation du tubercule postérieur (Fig. 8-3). L’amplitude maximale 
moyenne de la réponse calcique était de 11.2 ± 0.5 %ΔF/F et l’aire moyenne sous la 
courbe de 159.2± 8.1 %ΔF/F.s (n = 266 cellules identifiées chez 5 animaux).  
 En dernier lieu, la stimulation du tubercule postérieur active également 
l’ensemble des neurones du PRRN. La moyenne de l’amplitude maximale de la 
réponse est de 8.8 ± 0.2 %ΔF/F et la valeur moyenne de la surface mesurée en 
%ΔF/F.s est de 170.9 ± 5.5 pour les 396 cellules du PRRN identifiées sur 5 cerveaux 
de lamproies (Fig. 8-4). Ces résultats confirment que le tubercule postérieur est une 
région locomotrice dont la stimulation induit un épisode de nage chez la lamproie. 
Cependant, nous avons pu observer que la stimulation du tubercule postérieur 
était beaucoup plus efficace pour induire la réponse des neurones RS que les 
stimulations plus en amont. En effet, lorsqu’il est stimulé, le tubercule postérieur 
induit une activation du MRRN chez 63.6 % de cas testés. Ce taux descend à 25 % 
pour la stimulation du bulbe olfactif et à 16.7 % pour une stimulation du nerf olfactif. 
Ceci est particulièrement vrai pour des animaux maintenus en captivité pendant une 
longue période dans un aquarium en chambre froide au laboratoire, puisque le taux 
d’échec à la stimulation du nerf olfactif peut augmenter à 100 % au-delà de quatre 
mois de captivité. Ces observations suggèrent que dans la voie olfacto-locomotrice, la 
partie en amont du tubercule postérieur pourrait être inhibée lorsque les animaux sont 
dans un milieu aseptique et différent de leur environnement naturel.  
Par la suite, nous avons voulu déterminer si la partie médiane du bulbe olfactif 









Figure 9 : Amplification de la réponses des cellules RS du MRRN par la 
gabazine. A : La stimulation du nerf olfactif entraîne des réponses synaptiques sous 
le seuil de déclenchement des potentiels dans les neurones RS. B : L’injection de 
gabazine (1mM) dans le bulbe olfactif amplifie fortement la réponse des neurones RS 
du MRRN (n = 5 animaux). Notez que des intensités de stimulation produisant une 
réponse infraliminaire en condition contrôle déclenchent des potentiels d’action 






chez certains animaux maintenus en captivité depuis plusieurs mois. Puisque le bulbe 
olfactif médian est une structure qui projette directement au tubercule postérieur, et 
que le bulbe olfactif contient une importante innervation inhibitrice GABAergique, 
nous avons cherché à savoir si la neurotransmission GABAergique pouvait moduler 
la transformation olfacto-locomotrice chez la lamproie au niveau du bulbe olfactif. 
 Pour cela, nous avons comparé la réponse électrophysiologique des neurones 
RS à la stimulation électrique du nerf olfactif, avant et après blocage des récepteurs 
GABAA dans le bulbe olfactif.  
Chez les animaux présentant une réponse à la stimulation du nerf olfactif, 
nous avons observé que l’injection locale de l’antagoniste des récepteurs GABAA 
gabazine (1 mM) dans le bulbe olfactif amplifie la réponse des cellules RS du MRRN 
(n = 5 animaux). Dans l’exemple montré sur la figure 9, des stimulations de nerf 
olfactif allant de 10 à 50 µA induisaient des réponses synaptiques dans la cellule RS 
mais pas de potentiel d’action (Fig. 9-A). L’amplitude de ces PPSEs semble 
proportionnelle à l’intensité de stimulation. Après injection de gabazine dans le bulbe 
olfactif, ces mêmes intensités de stimulation induisaient une plus forte réponse de la 
même cellule RS qui déchargeait alors une bouffée de potentiels d’actions (Fig. 9-B). 
La durée de la décharge et le nombre de potentiels d’actions semblent proportionnels 
à l’intensité de la stimulation (Fig. 9B).  
 Chez certains animaux maintenus en captivité depuis plusieurs mois, la 
stimulation du nerf olfactif n’induisait aucune réponse synaptique dans les cellules 
RS. Nous avons observé qu’une injection de gabazine dans le bulbe olfactif révélait 
également chez ces animaux une réponse en bouffée de potentiels d’action dans les 









Figure 10 : Apparition d'une réponse dans les cellules RS du MRRN sous 
gabazine. L’activité électrique des neurones RS a été enregistrée tandis que des 
stimulations électriques ont été appliquées au niveau du nerf olfactif. Dans les 
préparations (n = 6) où il n’y avait pas de réponse dans les neurones RS du MRRN 
suite à la stimulation du nerf olfactif, l'injection de gabazine (1mM) a provoqué des 







neurones RS ne montrent aucune réponse à des stimulations électriques du nerf 
olfactif allant de 10 à 50 µA (Fig. 10A). Après injection de gabazine dans le bulbe 
olfactif, des bouffées de potentiels d’action ont été déclenchées par des stimulations à 
des intensités ne produisant aucune réponse en condition contrôle (Fig. 10B). De la 
même manière, la durée de la décharge et le nombre de potentiels d’actions semblent 
dépendre de l’intensité de stimulation (Fig. 10B). 
Nous avons ensuite voulu déterminer si le même phénomène pouvait être 
observé dans un autre noyau réticulaire. Nous avons étudié la réponse électrique des 
neurones RS du noyau PRRN en réponse à la stimulation du nerf olfactif (Fig. 11A), 
avant et après injection d’un antagoniste GABAA (Fig. 11B) au sein du bulbe olfactif. 
Le PRRN est le noyau le plus caudal des quatre noyaux RS. Son activation est 
nécessaire lors de l’induction de nage rapide (Brocard et Dubuc, 2003; pour revue 
voir Dubuc et al., 2008). Nous avons montré que l’injection de gabazine dans le bulbe 
olfactif active la réponse des neurones du PRRN à une stimulation du nerf olfactif (n 
= 7 animaux). Tout comme au niveau du MRRN, nous avons observé que les 
intensités de stimulation du nerf olfactif sont capables d’induire une réponse 
synaptique sous-liminaire dans les cellules RS du PRRN (5-30µA), induisent des 
potentiels d’actions dans les mêmes cellules lorsque de la gabazine est injectée dans 
la partie médiane du bulbe olfactif (Fig. 11B). Pris dans leur ensemble, ces résultats 
électrophysiologiques suggèrent qu’il existe au sein du bulbe olfactif un tonus 
GABAergique inhibant à travers les récepteurs GABAA la transmission des inputs 
olfactifs aux neurones RS des noyaux MRRN et PRRN.  
 Nous avons cherché à confirmer cette hypothèse en réalisant des expériences 







Figure 11: Apparition d'une réponse dans les cellules RS du PRRN sous 
gabazine. A : Tracé montrant la réponse intracellulaire d’un neurone du PRRN, suite 
à la stimulation du nerf olfactif (15 A) en contrôle. B : Tracé représentant 
l’augmentation de la réponse de la même cellule du PRRN en réponse à la même 
stimulation du nerf olfactif suite à l’injection de la gabazine dans la partie médiane du 







calcique. Nous avons évalué l’effet du blocage des récepteurs GABAA dans le bulbe 
olfactif sur les réponses calciques enregistrées dans les populations de neurones 
appartenant aux quatre noyaux RS. La stimulation répétitive du nerf olfactif (10 µA, 
10Hz, 10 s) n’induisait de réponse dans aucun des noyaux RS (Fig. 12-B et 13). Une 
injection de gabazine dans le bulbe olfactif augmentait très significativement les 
réponses calciques des cellules RS en réponse à la stimulation du nerf olfactif aussi 
bien dans les noyaux MRN, ARRN, MRRN, et PRRN. En effet, la moyenne de 
l’amplitude maximale de la réponse calcique a été augmentée de 0.4 ± 0.1 à 5.3 0.8 
%ΔF/F dans le MRN(p < 0.01, Wilcoxon signed rank test, n =9 provenant de 3 
animaux, Fig. 12-C1 et Fig. 13), de 0.6 ± 0.03 à 6.1 ± 0.5 %ΔF/F dans le noyau 
ARRN (p < 0.001, Wilcoxon signed rank test, n = 44 cellules provenant de 3 
animaux, Fig. 12-C2 et Fig. 13), de 1.6 ± 0.2 à 8.5 ± 0.3 %ΔF/F dans le noyau 
MRRN (p < 0.001, Wilcoxon signed rank test, n = 134 cellules provenant de 6 
animaux, Fig. 12-C3 et Fig. 13), et de 0.6 ± 0.02 à 4.5 ± 0.2 %ΔF/F dans le noyau 
PRRN (n = 58 cellules provenant de 3 animaux, Fig. 12-C4 et Fig. 13).  
 L’ensemble des ces résultats montre donc que l’inhibition de la transmission 
GABAergique dans le bulbe olfactif amplifie fortement les commandes motrices 
déclenchées dans l’ensemble des quatre noyaux RS lors d’une stimulation de la voie 




Figure 12: Potentialisation de la réponse calcique de l’ensemble des cellules RS à 
la stimulation du nerf olfactif après injection de gabazine dans le bulbe olfactif. 
A : Représentation de la préparation cerveau/moelle épinière isolés. La stimulation 
est effectuée sur le nerf olfactif, l’injection de la gabazine est effectuée dans la partie 
médiane du bulbe olfactif, et l’enregistrement des réponses calciques (variation de la 
fluorescence) est fait dans les quatre noyaux RS : MRN, ARRN, MRRN et PRRN. B 
et C : L’amplitude des réponses calciques des cellules RS du MRN, de l’ARRN, du 
MRRN et du PRRN à la stimulation du nerf olfactif (B1-B4) augmente après 







Figure 13: Quantification de l’augmentation de la réponse calcique des cellules 
RS à la stimulation du nerf olfactif, suite à une injection de gabazine dans la 
partie médiane du bulbe olfactif. Ce graphique montre la moyenne des amplitudes 
maximales des réponses en %ΔF/F (n = 6) pour les quatre noyaux RS en réponse à la 
stimulation du nerf olfactif avant et après injection de la gabazine (** p < 0.01 ; *** p 









Nos résultats montrent que la stimulation des voies olfactives induit une 
réponse excitatrice dans l’ensemble des neurones RS. De plus, une stimulation 
unilatérale du nerf ou du bulbe olfactif produit des réponses bilatérales et similaires. 
La stimulation du tubercule postérieur, situé en aval du bulbe olfactif dans la voie 
olfacto-locomotrice, évoque des réponses dans l’ensemble des populations de 
neurones qui constituent les quatre noyaux RS. Nous avons également montré que la 
neurotransmission GABAergique inhibe de manière tonique la voie olfacto-
locomotrice au niveau du bulbe olfactif. 
 
Considérations méthodologiques 
L’activation globale des cellules RS au niveau des quatre noyaux RS (MRN, 
ARRN, MRRN et PRRN) se traduit par une augmentation de la fluorescence dans ces 
noyaux due à l’élévation de la concentration de calcium intracellulaire. 
L’augmentation de calcium intracellulaire pourrait être due à plusieurs mécanismes. 
Soit un mécanisme permettant au calcium extracellulaire d’entrer dans le cytoplasme 
grâce à l’ouverture de canaux calciques membranaires ou alors une libération du 
stock interne de calcium par les réticulums endoplasmiques. Deux types de canaux 
ioniques ont été préalablement identifiés dans les cellules RS comme étant capables 
de faire entrer les ions de calcium extracellulaire. Les récepteurs NMDA sont des 
récepteurs ionotropiques du glutamate. Ils laissent passer des cations, de façon non 
sélective (le sodium, le potassium et le calcium). L’activation de ces récepteurs 
produit toujours des réponses post-synaptiques excitatrices. La plus importante 
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propriété des récepteurs NMDA est qu’ils laissent entrer le calcium et en 
conséquence, les PPSEs produits par les récepteurs NMDA peuvent faire augmenter 
la concentration du calcium dans les neurones post-synaptiques. Le changement de 
concentration du calcium peut alors agir comme second messager pour activer des 
cascades de signaux intracellulaires. Le potentiel de plateau est dû à l’activation des 
récepteurs au glutamate de type NMDA qui fait entrer du calcium dans les cellules. 
Ce calcium va activer à son tour le courant cationique non sélectif calcium-dépendant 
(ICAN; Viana Di Prisco et al., 2000). Ces canaux sensibles au calcium (ICAN) vont 
faciliter les mécanismes de dépolarisation soutenue, l’entrée subséquente de calcium 
dans la cellule et donc l’activation des neurones (Rekling et Feldman, 1997; pour 
revue, voir Dubuc et al., 2008). Le potentiel de plateau dans les cellules RS permet 
ainsi l’envoi d’une activation soutenue vers la moelle épinière qui se traduit par le 
déclenchement de la locomotion. L’entrée de calcium et l’expression des plateaux de 
dépolarisation sont deux conditions nécessaires pour le déclenchement de la 
locomotion (Viana Di Prisco et al., 1997) 
L’augmentation du calcium intracellulaire pourrait également impliquer la 
libération de calcium à partir de réserves intracellulaires qui jouent un rôle important 
dans l’excitabilité neuronale (Turrigiano et al., 1994). Suite à l’entrée du calcium à 
l’intérieur de la cellule, la variation du calcium intracellulaire serait régulée par des 
protéines cytoplasmiques ainsi que par des organelles. Le réticulum endoplasmique 
lisse (REL) est une organelle qui joue un rôle de réserve pour le calcium 
intracellulaire. L’ouverture des récepteurs canaux situés sur la membrane du REL 
provoque la relâche des réserves intracellulaires de calcium. Les récepteurs de la 
ryanodine sont des canaux de libération de calcium qui se trouvent sur les REL. La 
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nomenclature de ces récepteurs est due à leur sensibilité à la ryanodine, un alcaloïde 
tiré de la plante Ryania speciosa (Bezprozvanny et al., 1991; Berridge, 1993; pour 
revue voir Berridge, 1998). L’entrée de calcium extracellulaire active les récepteurs 
de la ryanodine et induit une libération de calcium des réserves intracellulaires (revue 
Berridge, 1997). La diminution de la concentration interne de calcium qui parait aussi 
dans les graphiques du %ΔF/F pourrait ainsi être due à la sortie de calcium 
intracellulaire vers l’extérieur des cellules grâce aux pompes à calcium ou à la 
recapture du calcium par le réticulum endoplasmique. 
Les travaux d’électrophysiologie dans le laboratoire ont montré l’expression 
de potentiel de plateau en réponse à la stimulation de structures olfactives telles que 
l’épithélium, le bulbe olfactif et le tubercule postérieur. Notre travail a permis de 
confirmer que ces réponses soutenues existent dans toutes les cellules RS des quatre 
noyaux, et qu’elles pourraient impliquer un mécanisme d’augmentation de la 
concentration de calcium intracellulaire.  
Nos expériences d’imagerie calcique nous ont permis d’étudier l’activité de 
l’ensemble des cellules RS en réponse à la stimulation du système olfactif. Une des 
limitations de cette technique était l’étude temporelle de l’activité des cellules 
étudiées. Mais cette limitation pourrait être résolue par des expériences 
d’enregistrement électrophysiologique des cellules RS, couplées simultanément avec 
la technique d’imagerie calcique. Cette approche permettrait de donner une meilleure 
idée de l’activité de l’ensemble de la population de cellules enregistrées et permettrait 
de suivre au même moment l’activité temporelle pour analyser les délais de réponses 
des cellules RS enregistrées.  
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 Une autre limitation de notre technique était la viabilité des préparations 
examinées durant les expériences. La technique d’imagerie calcique requiert une 
période d’incubation allant de 24 à 48 heures, pour pouvoir marquer et visualiser les 
cellules que nous voulions étudier. Cette longue période d’incubation a pu influencer 
la viabilité de la préparation, et pourrait expliquer l’échec de l’obtention de réponses 
dans les cellules RS suite à la stimulation du système olfactif.  
 
Activation de populations de cellules RS 
Des enregistrements électrophysiologiques réalisés au sein du laboratoire ont 
permis de montrer que la stimulation des voies olfactives induisait une réponse 
synaptique sous forme de PPSE dans les cellules RS. Or les enregistrements 
électrophysiologiques ne permettent que l’étude d’un nombre restreint de neurones 
RS de gros calibre (cellules de Müller B1-B6 et cellules de Mauthner), qui sont les 
plus faciles à enregistrer. L’utilisation de la technique d’imagerie calcique nous a ici 
permis de montrer pour la première fois que l’ensemble des neurones RS, y compris 
les cellules de petits diamètres, est recruté par la stimulation des voies olfactives. Ces 
données montrent également une relative synchronisation de l’activation des 
neurones RS en réponse à la stimulation du nerf olfactif, même si l’intensité varie 
d’une cellule à l’autre.  
La stimulation de la région médiane du bulbe olfactif induit également une 
augmentation de la fluorescence dans l’ensemble des cellules du MRRN. Comme 
pour le nerf, cette réponse est présente et symétrique des deux côtés du tronc cérébral. 
Ces données sont compatibles avec les résultats de marquages anatomiques (Derjean 
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et al., 2010) qui ont montré que chaque glomérule médian du bulbe olfactif projette 
vers les noyaux du tubercule postérieur ipsi- et contro-latéraux.  
Le tubercule postérieur est une région possédant des neurones 
dopaminergiques. Il est considéré comme un équivalent entre autres des neurones 
dopaminergiques de la VTA (A10) chez les mammifères (Pombal et al., 1997). La 
VTA est une structure clé du système mésolimbique (Oades et Halliday, 1987), 
impliqué dans les aspects émotionnel et motivationnel de plusieurs comportements, 
comme la prise de nourriture, la reproduction ou l’exploration (Le Moal et Simon, 
1991). Les neurones de la VTA sont la source des projections dopaminergiques vers 
le système limbique, et sont impliqués dans l’attention, la mémoire, la récompense et 
la motivation (Chudasama et Robbins, 2004; Wise, 2004; Nicola et al., 2005). La 
VTA est aussi impliquée dans le contrôle locomoteur (Mogenson et al., 1979; Kalivas 
et al., 1983). Des études ont montré que les lésions électrolytiques et l’inactivation 
par la procaïne, un inhibiteur des canaux sodiques (Wagner et Ulbricht, 1976), dans la 
VTA bloque l’initiation de la marche par la stimulation de l’hypothalamus (Levy et 
Sinnamon, 1990; Sinnamon et al., 1984). D’autres études ont montré que les neurones 
dopaminergiques qui projettent de la VTA vers le noyau accumbens contribuent à 
l’activité locomotrice, et suggèrent que le blocage des récepteurs GABAergiques 
désinhibe les neurones dopaminergiques dans la VTA, pour provoquer une activité 
motrice (Mogenson et al., 1979). L’implication de la VTA dans les activités motrices 
et les similarités qu’elle présente avec le tubercule postérieur chez la lamproie 
(expliqué dans la partie revue de littérature) suggèrent que cette région 




Les observations anatomiques sur les projections partant de la partie médiane 
du bulbe olfactif vers le tubercule postérieur, nous ont amené à tester l’effet de la 
stimulation électrique du tubercule postérieur sur l’activité des cellules RS. La 
stimulation par choc unique du tubercule postérieur a provoqué des PPSEs dans 
toutes les cellules RS testées, suggérant des connexions puissantes. Derjean et coll. 
(2010) ont montré que ces connexions passent par la MLR. En utilisant des trains de 
stimulation (5Hz), les cellules RS montrent une décharge soutenue ou des potentiels 
de plateau qui seraient associés à l'initiation d’un comportement locomoteur. 
L’activité des neurones RS est à l’origine d’une augmentation du niveau d'excitabilité 
des réseaux neuronaux de la moelle épinière et conduit à l’initiation de la locomotion 
(Viana Di Prisco et al., 1997). De plus, les expériences d’imagerie calcique de cette 
étude ont montré que la stimulation du tubercule postérieur induit bilatéralement une 
dépolarisation synchrone et soutenue dans les populations de neurones des quatre 
noyaux RS (MRN, ARRN, MRRN et PRRN). 
 Les réponses observées dans les cellules RS suite à la stimulation des 
différents relais de cette voie olfacto-locomotrice, étaient très semblables à celles 
décrites précédemment lors de la stimulation d’autres entrées sensorielles, comme les 
fibres ascendantes de la colonne dorsale (Viana Di Prisco et al., 1995), les afférences 
du trijumeau (Bussières et Dubuc, 1992b) et les afférences vestibulaires (Polenova et 
Vesselkin, 1993).  
La réponse des cellules RS à la stimulation olfactive tend à disparaître 
rapidement lorsque les lamproies sont gardées en captivité, dans un environnement de 
laboratoire dépourvu de tous contaminants. Cette disparition de la réponse olfacto-
locomotrice peut survenir après quelques jours ou semaines pour les substances 
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odorantes, et après trois à quatre mois pour les réponses aux stimulations électriques 
du système olfactif. De plus nous avons remarqué que le taux de réussite pour avoir 
une réponse dans les cellules RS était beaucoup plus élevé pour la stimulation du 
tubercule postérieur en le comparant à la stimulation du nerf ou du bulbe olfactif. 
Cette perte de la réponse pourrait être expliquée par une désensibilisation des 
neurones récepteurs olfactifs dans la muqueuse olfactive, ou bien par un mécanisme 
de dépression qui survient dans la voie olfacto-locomotrice. Cette deuxième 
hypothèse suggère que le bulbe olfactif serait influencé par un tonus inhibiteur.  
L’étude des territoires du bulbe olfactif responsables de la transmission des 
signaux olfactifs vers les cellules RS était nécessaire pour savoir par où cette 
information transite avant d’activer les cellules de commande de la locomotion. En 
plus l’étude physiologique des territoires du bulbe olfactif était primordiale pour 
confirmer les expériences de marquage anatomique menées au laboratoire. L’étude 
anatomique a montré que ce trajet entre le système olfactif et le système locomoteur 
existe, et qu’il est extrêmement spécifique. Les expériences d’anatomie ont permis 
d’identifier les projections nerveuses du bulbe olfactif de la lamproie, pouvant être 
impliquées dans la transformation des signaux olfactifs de type phéromonal, en signal 
pouvant déclencher la nage chez la lamproie.  
L’analyse de la réponse des cellules RS aux stimulations des différentes 
régions du bulbe olfactif, nous a permis de montrer que seule la région médiane du 
bulbe olfactif est capable de transmettre les signaux olfactif vers les centres 
locomoteurs. Nous avons étudié le seuil de l’intensité relative de la stimulation, 
nécessaire pour évoquer des réponses synaptiques dans les cellules RS du MRRN. 
91 
 
L’analyse a montré que seule la partie médiane du bulbe olfactif est impliquée dans 
cette transformation olfacto-locomotrice.  
Les expériences de blocage local des différentes parties du bulbe olfactif, par 
des antagonistes glutamatergiques (AP5 et CNQX), ont donné des preuves 
supplémentaires que seulement la partie médiane du bulbe olfactif est capable de 
transmettre les informations olfactives vers les centres locomoteurs. En effet, seule 
l’injection dans la partie médiane du bulbe olfactif a empêché la stimulation du nerf 
olfactif d’activer les cellules du MRRN qui sont responsables de l’initiation de la 
locomotion. En plus de confirmer les données anatomiques, les résultats de ces deux 
expériences montrent que seule la partie médiane du bulbe olfactif est responsable de 
la transmission du signal olfactif vers les cellules RS.  
Des études sur d’autres espèces, comme les poissons rouges, avaient démontré 
que l’activation des récepteurs aux phéromones produit des influx nerveux qui sont 
transmis spécifiquement par la partie médiane du bulbe olfactif, et que la 
transmission d’un signal en réponse à une molécule odorante, tel que la L-arginine, se 
ferait par les deux parties médianes et latérales du bulbe (Sorensen et al., 1991). Cet 
exemple est en accord avec nos résultats et suggère qu’il est possible que les 
différentes activités que nous avons observées entre la partie médiane et la partie 
latérale du bulbe olfactif correspondent à l’activation de différentes voies olfactives. 
 
Modulation GABAergique 
En plus de montrer que la voie olfacto-locomotrice implique une large 
population de neurones RS, cette étude nous a permis de mieux comprendre un 
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mécanisme régulateur qui influence cette voie. L’étude physiologique des territoires 
du bulbe olfactif a montré que seule la région médiane permet la transmission des 
informations olfactives vers les cellules RS (Derjean et al., 2010). Au niveau du bulbe 
olfactif, le GABA, qui est le principal neurotransmetteur inhibiteur du CNS, 
provoque une dépression de la transmission des signaux olfactifs vers les cellules RS. 
L’injection d’un antagoniste des récepteurs GABAA dans la partie médiane du bulbe 
olfactif a provoqué la suppression d’un tonus inhibiteur sur la voie olfacto-
locomotrice. Et par conséquent, la stimulation du nerf olfactif a induit une réponse 
calcique dans l’ensemble des populations de neurones des quatre noyaux RS : le 
MRN, l’ARRN, le MRRN et le PRRN. Prises dans leur ensemble, ces expériences 
suggèrent qu’il pourrait exister une balance entre la transmission glutamatergique 
excitatrice et la modulation GABAergique inhibitrice au niveau du bulbe olfactif. La 
transmission GABAergique pourrait filtrer la transmission permettant qu’un plus 
grand nombre de cellules RS soient activées. 
Dans le bulbe olfactif, les cellules périglomérulaires reçoivent des entrées 
glutamatergiques des dendrites des cellules mitrales et fournissent des entrées 
dendritiques GABAergiques vers les cellules mitrales via les récepteurs GABAA 
(Shepherd et al., 2004). Les cellules granulaires reçoivent des entrées 
glutamatergiques des cellules mitrales via des synapses dendrodendritiques et axo-
dendritiques qui contiennent les récepteurs AMPA et NMDA, et fournissent des 
entrées aux dendrites des cellules mitrales via les récepteurs GABAA (Shepherd et al., 
2004). Les interneurones GABAergiques provoquent des interactions inhibitrices 




 Une étude a montré que le blocage des récepteurs GABAA augmente le taux 
d’activation spontanée et induit des dépolarisations soutenues dans les cellules 
mitrales, (Vicini et Ortinski, 2004). En présence de gabazine, les cellules mitrales 
répondent à des odeurs avec un plateau de haute fréquence, suivi par une 
hyperpolarisation prolongée. La forte excitation initiale pourrait être due au blocage 
du mécanisme de rétroaction inhibiteur des interneurones. Un effet semblable, mais 
moins prononcé, peut être causé par le blocage des récepteurs AMPA (Tabor et 
Friedrich, 2008). Chez le poisson zèbre, Tabor et Friedrich (2008) suggèrent que dans 
le bulbe olfactif, les circuits contenants des récepteurs GABAA participent à la 
balance d’excitation et d’inhibition.  
 Une étude a montré que le tonus inhibiteur pré-synaptique joue un rôle 
important dans la régulation de la force des entrées provenant des neurones récepteurs 
olfactifs. Cette inhibition pré-synaptique jouerait un rôle de modulation de 
l’amplitude des entrées sensorielles au bulbe olfactif en fonction du stade 
comportemental de l’animal (Pirez et Washowiakm, 2008). Dans le CNS, l’inhibition 
pré-synaptique peut contrôler la force des entrées sensorielles primaires. Des études 
ont montré qu’au niveau du bulbe olfactif, les interneurones inhibiteurs peuvent 
bloquer la relâche des neurotransmetteurs par les neurones récepteurs olfactifs en 
bloquant le potentiel d’action provoqué par l’influx de calcium dans la terminaison 
pré-synaptique (Wachowiak et Cohen, 1999; Wachowiak et al., 2005).  
 Dans la couche granulaire du bulbe olfactif, une sous-population de neurones 
appelés « larges neurones stellaires », innerve les cellules granulaires. Ces cellules 
utilisent le GABA comme neurotransmetteur pour inhiber les cellules granulaires. 
Une étude suggère que ces larges neurones stellaires modulent l’inhibition tonique 
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sur les cellules granulaires. En conséquence, ces neurones stellaires sont bien 
positionnés pour contrôler la force de l’inhibition latérale et périodique sur les 
cellules mitrales et touffues dans le bulbe olfactif (Pressier et Stowbridge, 2006).  
 Nos résultats ont montré que chez la lamproie, il existe un fort tonus 
inhibiteur qui provoque une modulation de la transmission de l’information dans le 
bulbe olfactif. Cette modulation inhibitrice pourrait résulter d’une durée de captivité 
des lamproies dans le laboratoire qui ferait en sorte que le tonus inhibiteur sur la voie 
olfacto-locomotrice serait renforcé.  
 Cette modulation inhibitrice pourrait impliquer d’autres régions ou projections 
neurales comme les projections du striatum et du pallium vers la partie médiane du 
bulbe olfactif (St-Pierre et al., 2007). Ces projections possèdent beaucoup de 
neurones GABAergiques (Robertson et al., 2007). Le striatum pourrait fournir une 
source externe de modulation GABAergique dans le bulbe olfactif qui jouerait un rôle 
complémentaire aux mécanismes internes de modulations GABAergiques dans la 
voie olfacto-locomotrice. Des futures expériences seront nécessaires pour voir si ces 
projections GABAergiques du striatum pourront jouer un rôle de tonus GABAergique 
inhibiteur dans le bulbe olfactif. 
 
Perspectives  
 D’autres expériences seront necessaires pour étudier l’effet de l’injection de la 
gabazine dans différentes parties du bulbe olfactif. Ces injections seront nécessaires 
pour confirmer que seule l’injection d’antagonistes des récepteurs GABAA dans la 
partie médiane du bulbe olfactif amplifie la réponse des cellules RS suite à la 
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stimulation du nerf olfactif. En plus, il faudra compléter les approches 
neuropharmacologiques pour déterminer si les récepteurs GABAB contribuent à la 
modulation de la voie olfacto-locomotrice.  
 L’étude de la plasticité dans la voie olfacto-locomotrice serait indispensable 
pour comprendre l’effet de la stimulation phéromonale sur l’activité des cellules RS. 
Vu que la voie olfacto-locomotrice existe chez les lamproies dès le stade larvaire, il y 
aurait des mécanismes de modulation qui affectent la neurotransmission de cette voie. 
Le but de ces expériences serait d’examiner l’activité neuromodulatrice à différents 
niveaux de la voie olfacto-locomotrice et à différents stades développementaux chez 


















Les résultats de mon projet ont montré pour la première fois, que la 
stimulation du système olfactif active une large population de neurones du système de 
commande moteur chez la lamproie. La locomotion peut être initiée par un stimulus 
olfactif par une voie qui prend son origine dans la partie médiane du bulbe olfactif et 
projette en premier lieu au tubercule postérieur. Par la suite, le signal est acheminé 
vers le système de contrôle locomoteur de la lamproie et active bilatéralement la 
population des cellules RS pour initier la locomotion. Le blocage physiologique des 
neurotransmissions glutamatergiques et GABAergiques dans le bulbe olfactif indique 
qu’il existe un mécanisme de modulation du signal à ce niveau, avant qu’il soit 
transmis vers l’ensemble des cellules RS. Cette voie est hautement spécifique et 
modulée à la source, mais elle implique une activation d’une large population de 
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